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Friend murine erythroleukemia cells (MEL) derive from erythroblasts 
transformed with the Spleen Focus Forming Virus (SFFV) where integration occurred 
several kilobases upstream the PU.1 locus (Friend et al. 1966; Ruscetti 1999). These 
cells remain in proliferative state and do not differentiate in the presence of 
erythropoietin. MEL-DS19 cells may overcome the blockage, however, and reinitiate 
differentiation when exposed to a number of different chemical agents, such as 
hexamethylene-bis-acetamide (HMBA). This feature makes MEL-DS19 cells an 
extremely useful model to study reprogramming of tumor cells to a non-malignant 
phenotype and to analyze the mode of action of different chemotheraupetics 
compounds. We previously reported the establishment of hexamethylene-bis-
acetamide (HMBA)-resistant cell lines (MEL-R) that are unable to differentiate, even 
in the presence of the inducer (Fernandez-Nestosa et al. 2008). 
On the other hand, the network of actin filaments provides mechanical 
support to the cell cytoskeleton, but it is increasingly acknowledged that it also 
contributes to other critical cellular processes. Emerging evidence points to a role 
for the actin cytoskeleton in controlling and regulating receptor signaling (Mattila et 
al. 2016). In this line, changes in the regulation of actin cytoskeleton could be 
implicated in the blockade of the erythroid differentiation program. 
The aims of this thesis were: 
-Identify genes whose differential expression is higher in MEL-DS19 in relation to 
MEL-R, and viceversa by using RNA-seq. 
-Analyze specific hematopoietic-genes whose functions are related to the 
organization and polymerization of the actin cytoskeleton, i.e. Was (Wiskott-Aldrich 
syndrome), Btk (Bruton’s tyrosine kinase) and Plek (pleckstrin). 
- Generate genomic deletions of Was, Btk and Plek in MEL-DS19 cells via 
CRISPR/Cas9. 
- Established MEL-R transfectants that overexpressed those same genes. 
-Analyze the possible implication of increased expression of histone-encoding genes 





Resistant cells (MEL-R) showed phenotypic differences in relation to the 
parental cell line. We corroborated a significant increase in the size of MEL-R cells 
that parallel a prolonging doubling time.  
The distribution of MEL-R cells along the cell cycle follows the same pattern 
observed in uninduced MEL-DS19 cells. However, we found that the DNA content in 
the resistant lines has doubled, generating tetraploid cells. This data supports the 
idea that tetraploid cells enhance tumorigenic capacity relative to diploid cells. 
In an attempt to identify genes related to the resistant phenotype we used 
high-throughput RNA sequencing (RNA-seq) to compare the transcriptomes of the 
erythroleukemia progenitor and the resistance cell lines. RNA-seq revealed a total 
of 596 genes that were differentially expressed by more than two-fold, of which 486 
genes were up-regulated in MEL-DS19 cells and 110 in MEL-R cells, revealing that 
the number of genes expressed in the parental cell line decreased as the cells 
acquired the resistant phenotype. 
The progressive gene silencing observed in MEL-R cells involves several 
mechanisms. We proved that heterochromatinization, a marker for transcription 
down-regulation, is enhanced in MEL-R cells relative to undifferentiated MEL-DS19 
cells, but is nevertheless lower than in HMBA-differentiated cells. We also examined 
the methylation status of Was, Btk and Plek genes and found that in MEL-R cells the 
CpG islands remained methylated in contrast to their non-methylated status in 
MEL-DS19 and HMBA-differentiated cells. The expression pattern of enzymes that 
catalyze DNA methylation and demethylation revealed an up-regulation of Dnmt1 
and Tet3 expression in MEL-R cells. These results showed that the increase in DNA 
methylation by Dnmt1 in MEL-R cells overlaps with a decrease in demethylation by 
Tet3, which presumably results in the silencing of gene promoters. 
Among the genes differentially expressed in the resistant cells a large 
proportion belong to histone coding genes. A similar expression pattern was 
observed in differentiated cells, indicating that differentiated and resistant cells 
share a common mechanism throughout the differentiation process. 
A group of highly up-regulated sequences in MEL-DS19 cells corresponds to 





of the actin cytoskeleton network in the adquisition of resistance to HMBA. Our 
analysis strongly indicated that the actin cytoskeleton organization was profoundly 
depressed in the resistant erythroleukemia cell line and let to hypothesize that 
proteins of the actin network such as Btk, Was and Plek among others, are essential 
for such organization.  
Wiskott-Aldrich syndrome (Was) is a protein expressed exclusively in 
hematopoietic cells. Functionally, Was is a nucleation promoting factor that activate 
Arp2/3 complex to generate F-actin. Our analysis demonstrated that deletion of 
Was based on CRISPR/Cas9 system in MEL-DS19 induced a strong deregulation of 
actin polymerization. The parental phenotype was restored by the induction of Was 
expression. On the other hand, in MEL-R cells (whose transcription is silenced) the 
ectopic expression of Was increased the level of F-actin. These data suggest that 
Was is the main regulator of actin polymerization in MEL-DS19 cells.  
The study of actin performed in MEL-R cells showed that the ectopic 
expression of Bruton’s tyrosine kinase (whose transcription is silenced) also 
promotes actin cytoskeletal reorganization. Deletion of Btk gene in MEL-DS19 
showed a reduction of F-actin level. On the opposite, we provided proofs that 
deletion of Plek in MEL-DS19 cell line promoted actin polymerization.These results 
suggested that both Was and Btk have a positive role as actin polymerization 
regulators in MEL-DS19 cell line. 
 We also found that ectopic Was and Plek expression in MEL-R induced Btk 
transcription activation. This result data suggested that both, Was and Plek, 
regulate Btk gene expression. 
Altogether, these results suggest that disturbances of genes involved in the 















Las células eritroleucémicas Friend (MEL) derivan de eritroblastos 
transformados con el SFFV (Spleen Focus Forming Virus) (Friend et al. 1966) 
integrado corriente arriba del locus PU.1 (Fernandez-Nestosa et al. 2013). Estas 
células permanecen en estado proliferativo y no se diferencian en presencia de 
eritropoyetina. Las células MEL-DS19 pueden superar el bloqueo y reiniciar el 
programa de diferenciación celular cuando se exponen a compuestos químicos 
como el hexametilen-bis-acetamida (HMBA). Esta característica hace de las células 
MEL-DS19 un excelente modelo de estudio de la reprogramación de un tumor hacia 
un fenotipo normal. En un trabajo previo se estableció una línea celular derivada de 
la misma, MEL-R, que muestra resistencia a la diferenciación incluso en presencia 
del agente inductor (Fernandez-Nestosa et al. 2008).  
La red de filamentos de actina proporciona soporte mecánico al 
citoesqueleto. Se reconoce además, que contribuye a otros procesos celulares 
críticos. En los últimos años aumentan las evidencias que indican que el 
citoesqueleto de actina participa en el control y regulación de rutas de señalización 
(Mattila et al. 2016). En este sentido, cambios en la regulación del citoesqueleto de 
actina podrían inducir un bloqueo del programa de diferenciación celular. 
Los objetivos de la presente tesis son: 
-Identificar genes a través de secuenciación masiva (ARN-seq) cuya 
expresión diferencial difiera significativamente entre MEL-DS19 y MEL-R, y 
viceversa. 
-Examinar el papel de proteínas específicas del linaje hematopoyético 
implicadas en la organización y polimerización del citoesqueleto de actina, i.e. Was 
(Wiskott-Aldrich syndrome), Btk (tirosina quinasa de Bruton) y Plek (pleckstrina). 
-Establecer transfectantes estables en MEL-DS19 mediante el sistema 
CRISPR/Cas9 que contengan deleciones en los genes Was, Btk  o Plek. Establecer 
transfectantes estables que sobreexpresen estas proteínas en MEL-R.  
-Analizar la posible implicación de un aumento de expresión de los genes 





Las células resistentes (MEL-R) presentan diferencias fenotípicas respecto a 
la línea parental. Se observó que MEL-R aumenta el tamaño celular y el tiempo de 
duplicación es más prolongado respecto a MEL-DS19.  
Se ha examinado además, la distribución de las células durante el ciclo 
celular. El patrón de MEL-R coincide con MEL-DS19. Sin embargo, hemos observado 
que las MEL-R duplican su contenido en ADN, generando células tetraploides.  
En un intento por identificar genes potencialmente relacionados con el 
fenotipo resistente realizamos una secuenciación masiva de ARN (ARN-seq) para 
comparar los transcriptomas de la línea eritroleucémica parental y la línea celular 
resistente. El ARN-seq reveló un total de 596 genes expresados diferencialmente 
con un fold change mayor de dos, de los cuales 486 genes transcriben con mayor 
intensidad en MEL-DS19 y 110 en MEL-R. Indicando así, que el número de genes 
activos en la línea parental disminuye a medida que adquiere un fenotipo 
resistente. 
Con el objeto de determinar la posible causa del silenciamiento generalizado 
de las células resistentes examinamos los niveles de HP1a, proteína asociada a la 
heterocromatinización, observándose un aumento en las células MEL-R respecto a 
las MEL-DS19 indiferenciadas, aunque en menor proporción que las células 
diferenciadas. Asimismo, el estudio de los niveles de metilación de los promotores 
de Was, Btk y Plek, observando que en MEL-R las islas CpG permanecen metiladas 
respecto a las no metiladas de MEL-DS19 y células diferenciadas. Los patrones de 
expresión de enzimas que catalizan la metilación y demetilación del ADN revelaron 
un aumento en los niveles de transcripción de la Dnmt1 y Tet3 en células MEL-R. Las 
células resistentes presentan un silenciamiento génico generalizado promovido por 
un incremento de la heterocromatina y  de la metilación de promotores favorecida 
por un aumento de la ADN metiltransferasa Dnmt1 y una disminución de la 
demetilasa Tet3. 
Entre los genes expresados diferencialmente en las células resistentes una 
gran proporción codifican proteínas histonas. La validación de los resultados 
utilizando PCR a tiempo real incluyendo además muestras de MEL-DS19 y células 





diferenciadas y las resistentes presentan mecanismos comunes implicados en el 
proceso de diferenciación. 
Uno de los grupos con mayor expresión en las células MEL-DS19 
corresponde a genes que codifican proteínas reguladoras del citoesqueleto de 
actina. Nuestros análisis indicaron que la organización del citoesqueleto de actina 
está afectada en la línea eritroleucémica resistente comparada con la línea parental. 
Estos datos permitieron plantear la hipótesis de que proteínas de la red de actina 
como Btk, Was y Plek  entre otros, podrían ser fundamentales para su organización.  
Wiskott-Aldrich syndrome (Was) es una proteína expresada exclusivamente 
en células hematopoyéticas. Funcionalmente, Was es un factor promotor de la 
nucleación que activa al complejo Arp2/3 para generar F-actina. Nuestros análisis 
demostraron que la deleción de Was basado en el sistema CRISPR/Cas9 en MEL-
DS19 induce una profunda desregulación de la polimerización de actina. La 
inducción de la expresión de Was recupera el fenotipo parental. Por otro lado, en 
células MEL-R (cuya transcripción está silenciada) la expresión ectópica de Was 
aumenta los niveles de F-actina.  
Los estudios de la actina realizados en células MEL-R mostraron que la 
expresión ectópica de la tirosina quinasa de Bruton (cuya transcripción se encuentra 
silenciada) también promueve cambios en la organización del citoesqueleto. La 
deleción de Btk en MEL-DS19 produjo una reducción de los niveles de F-actina. 
Estos resultados, junto con el análisis de Was, sugieren que tanto Was como Btk 
tienen un papel como reguladores positivos de la polimerización de actina en la 
línea celular MEL-DS19. Por el contrario, la deleción de Plek en la línea celular MEL-
DS19 resultó en un aumento de la polimerización de actina. 
Nuestros resultados han demostrado además que la expresión de Was y Plek 
en MEL-R induce la activación génica de Btk indicando que ambas proteínas ejercen 
un papel en la regulación transcripcional. 
En conjunto, estos resultados sugieren que la desregulación de los genes 
implicados en la modulación y polimerización del citoesqueleto de actina está 















Los eucariotas superiores requieren una organización espacio-temporal de 
procesos esenciales tales como la proliferación, la diferenciación y la apoptosis. La 
coordinación de todos ellos es necesaria para el mantenimiento y desarrollo de los 
organismos pluricelulares. La pérdida de esta coordinación puede llegar a 
desencadenar el desarrollo de células malignas que generalmente progresan a 
través del ciclo celular de forma incontrolada y presentan un bloqueo en el proceso 
de diferenciación y apoptosis (Hanahan and Weinberg 2000; Hanahan and 
Weinberg 2011). 
El estudio del cáncer a nivel molecular se ha centrado en la identificación y 
caracterización de genes involucrados en la regulación de la proliferación y muerte 
celular. Sin embargo, en los últimos años ha ido cobrando relevancia el análisis de 
los mecanismos que provocan el bloqueo de la diferenciación, que en numerosas 
ocasiones es reversible pudiendo las células retomar el programa de diferenciación 
en respuesta a diversos agentes químicos inductores. Esta estrategia ha sido la base 
del desarrollo de las terapias de diferenciación. Un buen ejemplo de 
reprogramación celular de un tumor lo constituyen las células eritroleucémicas 
murinas MEL-DS19 cuya diferenciación se puede inducir mediante diversos 
compuestos como por ejemplo el HMBA (N,N’-Hexametilen-bis-acetamida) o el 
DMSO (dimetilsulfóxido) (Marks and Rifkind 1978). Uno de los objetivos del 
laboratorio donde se llevó a cabo esta tesis doctoral se centra en la identificación y 
estudio de factores implicados en el bloqueo de la diferenciación de células 
eritroleucémicas. Los resultados derivados de este análisis podrían contribuir al 
desarrollo de nuevas dianas terapéuticas. 
En la presente tesis se ha estudiado la expresión génica diferencial entre la 
línea celular eritroleucémica MEL-DS19 y una línea resistente a la diferenciación, 
MEL-R. Uno de los resultados más notables fue la identificación de genes 
diferencialmente activos que codifican proteínas cuyas funciones están relacionadas 
con la organización y polimerización del citoesqueleto de actina. Se ha observado 
además que varios de estos genes transcriben de forma específica en el tejido 





severas deficiencias hematopoyéticas. Tal es el caso de Was (Wiskott-Aldrich 
syndrome), Btk (tirosina quinasa de Bruton) y Plek (pleckstrina). 
 
1.1. Hematopoyesis. Eritropoyesis. 
Las células que forman el tejido sanguíneo presentan diversas funciones 
especializadas entre las que se encuentran el transporte de oxígeno, la fagocitosis, 
la coagulación de la sangre y la producción de anticuerpos. Estas células se 
desarrollan y maduran durante la hematopoyesis. Este es un proceso jerárquico 
altamente regulado tanto por factores intrínsecos entre los que se incluyen factores 
de transcripción, citoquinas y hormonas, como extrínsecos, interacciones con las 
células del estroma y de la matriz extracelular (Ogawa 1993; Dzierzak and Philipsen 
2013). Una característica singular de la hematopoyesis es la alta tasa de renovación 
celular, proceso que tiene lugar a partir de las células madre hematopoyéticas 
(HSC). 
 Las HSC se localizan en el saco vitelino, la aorta-gónada-mesofrenos y la 
placenta en las primeras etapas del desarrollo embrionario. Posteriormente, se 
emplazan en el hígado y por último migran a la médula ósea, lugar en el que se 
encuentran principalmente en el adulto (Lim et al. 2013; MacLean et al. 2016). 
Durante la división celular, las HSC dan lugar a una célula hija idéntica y a 
una célula progenitora multipotente (MPP) cuya capacidad de diferenciación se 
encuentra comprometida generando los dos grandes linajes hematopoyéticos: 
mieloide y linfoide (Figura 1). Los progenitores mieloides (CMP) proporcionan a su 
vez dos tipos de células: los progenitores megacariocito-eritroides (MEP) y los 
granulocito/monocito (GMP) que maduran finalmente en eritrocitos y 
megacariocitos (plaquetas) en el caso de las células MEP; y en macrófagos y 
granulocitos (neutrófilos, eosinófilos y basófilos) si se trata de progenitores GMP. 
Por otro lado, la línea linfoide prosigue la diferenciación celular a partir de 
precursores linfoides (CLP) generando células B, T y NK progenitoras madurando 







Figura 1. Esquema de la diferenciación de células hematopoyéticas. Las células madre 
hematopoyéticas (HSC) dan lugar a células multipotentes (MPP) a partir de las cuales se van a formar 
los dos linajes hematopoyéticos: mieloide y linfoide. Los progenitores mieloides (CMP) generan dos 
tipos de células: los progenitores megacariocito-eritroides (MEP) y los progenitores 
granulocito/monocito (GMP). Los MEP maduran finalmente en eritrocitos (mediante el proceso de 
eritropoyesis) y en megacariocitos que formarán las  plaquetas. Los GMP se diferencian en  
monocitos, macrófagos y granulocitos (neutrófilos, eosinófilos y basófilos). Los precursores linfoides 
(CLP) generan células B, T y NK progenitoras madurando finalmente en  células B, células T y células 
natural killer. 
 
Los eritrocitos son las células más abundantes del tejido sanguíneo cuya 
función es el transporte de oxígeno y de dióxido de carbono. La diferenciación de 
estas células tiene lugar en un proceso específico incluido en la hematopoyesis que 
se denomina eritropoyesis. Durante la eritropoyesis las células madre 
hematopoyéticas proliferan y se diferencian en progenitores eritroides: BFU-E 
(unidades formadoras de brotes eritroides) y CFU-E (unidades formadoras de 
colonias eritroides). Éstos a su vez dan lugar a los precursores eritroides: 
proeritroblastos, eritroblastos policromatófilos, eritroblastos ortocromáticos, 





de maduración de los reticulocitos de la mayoría de los mamíferos se produce la 
pérdida-expulsión del núcleo celular.  
 
1.2. Dinámica de la diferenciación celular en el linaje eritropoyético 
El proceso de eritropoyesis se encuentra regulado fundamentalmente por la 
eritropoyetina (EPO), una citoquina cuya síntesis en mamíferos adultos se produce 
en el riñón en respuesta a la hipoxia tisular. La eritropoyetina es una glicoproteína 
que controla la supervivencia, la proliferación y la diferenciación de las  BFU-E y 
CFU-E mediante su unión a los receptores de eritropoyetina (EPO-R). De esta 
manera se activa la ruta de la tirosina quinasa Jack2 y diversas vías de traducción 
celular induciendo la proliferación y diferenciación de las CFU-E y previniendo la 
apoptosis. Otras citocinas implicadas en la eritropoyesis son la interleuquina 3 (IL-3) 
o la trombopoyetina (TPO) que interactúan con la EPO (Lim et al. 2013).  
A lo largo de la eritropoyesis suceden diversos cambios celulares que 
implican la reducción del tamaño celular, la condensación de la cromatina, la 
hemoglobinización y la pérdida del retículo endoplasmático y mitocondrias así como 
del núcleo en el caso de los mamíferos (Dzierzak and Philipsen 2013; Liu et al. 
2013b).  
La enucleación es un proceso complejo exclusivo de la eritropoyesis de la 
mayoría de mamíferos en el cual se produce una división asimétrica en la que están 
involucrados múltiples rutas moleculares y celulares que inducen cambios 
estructurales y morfológicos. Uno de los principales mecanismos implicados es la 
condensación gradual de la cromatina promovida en gran medida por las 
modificaciones de las colas de las histonas, en el cual desempeñan un papel 
fundamental las histonas deacetilasas (HDACs), en concreto la HDAC2 (Ji et al. 
2010). Por otro lado, la síntesis y degradación de las proteínas relacionadas con el 
citoesqueleto son esenciales para la reorganización celular. Un ejemplo son las Rac 
GTPasas que activan la formina mDia2 cuya función es formar el anillo de actina 
contráctil durante la división (Ji et al. 2008). Los microtúbulos por su parte se 
encargan de la polarización del núcleo para facilitar su eliminación. Otras proteínas 





2011). En cuanto a los factores de transcripción que participan en el proceso de 
enucleación, recientemente se ha descrito que EKLF aumenta su expresión en la 
fase terminal de diferenciación eritropoyética y su ausencia provoca un bloqueo en 
la eliminación del núcleo (Gnanapragasam et al. 2016). 
 
1.3. Niveles de regulación de la expresión génica 
Las células de un organismo pluricelular poseen la misma secuencia de ADN, 
pero difieren en su desarrollo y funcionalidad en parte debido a una expresión 
génica diferencial. La modulación de la actividad transcripcional ocurre a distintos 
niveles. Los factores de transcripción, tanto generales como linaje específicos, son a 
nivel molecular los más reconocidos como reguladores génicos. Actualmente se 
reconocen niveles de regulación adicionales que conciernen a la conformación de la 
cromatina o a factores epigenéticos como la metilación del ADN o la modificación 
de histonas que son igualmente importantes (Bing Li 2007).  
 
1.3.1. Factores de transcripción en células eritroides 
Durante la hematopoyesis, la maduración de células eritroides y 
megacariocitos a partir de progenitores MEP requieren una regulación coordinada y 
precisa de diferentes factores específicos entre los que se incluyen GATA-1, EKLF y 
factores de transcripción de la familia ETS como PU.1 (Crispino 2011). La ausencia 
de GATA-1 impide avanzar en la eritropoyesis más allá del estadio de 
proeritroblasto, siendo una proteína esencial para la diferenciación de eritrocitos 
(Pevny et al. 1995). 
PU.1 es otro factor de transcripción fundamental en el proceso 
hematopoyético que interacciona con proteínas remodeladoras de la cromatina, 
ADN metiltransferasas y otros factores de transcripción (van Riel and Rosenbauer 
2014). Su expresión es indispensable para la diferenciación de granulocitos, 
monocitos y linfocitos B, mientras que su silenciamiento es obligado para la 
maduración de eritocitos. Esta dualidad ha llevado a describir PU.1 como un 
supresor de tumores en los linajes mieloide y linfoide y como un oncogen en el 





Numerosos estudios han demostrado que PU.1 y GATA-1 actúan de forma 
antagónica en el linaje mieloide y eritroide en función del ratio relativo de ambas 
proteínas. La regulación negativa de estos factores ocurre por la interacción física 
entre los dominios de zinc del C-terminal de GATA-1 con el dominio Ets de PU.1 
(Rekhtman et al. 1999; Nerlov et al. 2000; Stopka et al. 2005). 
 
1.3.2. Cambios en la conformación de la cromatina 
La identificación y caracterización de factores de transcripción específicos ha 
generado importantes avances en el estudio del proceso de diferenciación celular 
(Keller 2005). Sin embargo, actualmente se admite que la regulación mediada por 
estas proteínas se procesa de forma paralela a otros niveles de regulación. La 
remodelación de la cromatina, que implica cambios morfológicos y estructurales, 
desempeña un papel esencial en el establecimiento de patrones de expresión 
específicos para distintos tipos celulares (Bing Li 2007; Chen et al. 2013). 
La estructura de la cromatina es dinámica pudiendo existir distintos estadios 
funcionales que generalmente coinciden con el nivel de actividad transcripcional. 
Según el grado de compactación se distingue la eucromatina, región de menor 
empaquetamiento, rica en genes, y con frecuencia, transcripcionalmente activa y la 
heterocromatina, región más compacta transcripcionalmente inactiva (Muramatsu 
et al. 2013). 
El proceso de heterocromatización tiene lugar a partir de una cascada de 
modificaciones de la cromatina. Uno de los principales componentes es la proteína 
HP1. En mamíferos existen tres isoformas (HP1α, HP1β y HP1γ) implicadas en 
funciones esenciales para la célula como el silenciamiento génico, regulación de 
procesos biológicos, segregación de los cromosomas o reparación del ADN 
(Hiragami-Hamada et al. 2011). A pesar de que la HP1 se asocia mayoritariamente 
a regiones de silenciamiento génico, en los últimos años han aumentado las 
evidencias que indican que también puede promover la transcripción. Esta doble 
función de la proteína se debe a su versatilidad de unión a diferentes factores.  
En la mayoría de los eucariotas las zonas heterocromáticas dependen de los 





proceso está facilitado por la proteína HP1 que reconoce la metilación de la lisina 
9 y recluta a otras enzimas (Eissenberg and Elgin 2014). 
La unidad estructural y funcional de la cromatina es el nucleosoma 
compuesto de un octámero de histonas y ADN (Buschbeck et al. 2009; Happel and 
Doenecke 2009; Barrero et al. 2013). El core de histonas consta de dos copias de 
H2A, H2B, H3 y H4 alrededor del cual se unen 147 pares de bases del ADN (1,7 
vueltas). Los nucleosomas a su vez se asocian a la histona H1 que actúa como linker 
(Happel and Doenecke 2009; Reuter et al. 2011). Estas proteínas pueden clasificarse 
en histonas de replicación y variantes. 
Las histonas de replicación muestran características peculiares que las 
distingue del resto de genes: se localizan en familias multicopias o clusters que en 
mamíferos son tres (HIST1, HIST2 e HIST3); transcriben durante la fase S del ciclo 
celular, carecen de intrones y el extremo 3' del  ARN mensajero acaba en una 
estructura en forma de lazo o stem loop en lugar de una cola de poli A (Marzluff et 
al. 2002; Rattray and Muller 2012). 
Por otro lado, las histonas variantes representan una pequeña parte del total 
de histonas con miembros en todas las familias a excepción de la H4 (Li and Fang 
2015). Se caracterizan por presentar una o un bajo número de copias en el genoma, 
su expresión no depende de la replicación del ADN pudiendo ser temporal y 
específica de tejido, y el ARNm contiene el típico extremo 3’ poliadenilado (Chen et 
al. 2013; Skene and Henikoff 2013).  
Las histonas variantes reemplazan a las de replicación incorporándose a los 
nucleosomas y provocando cambios en la estructura de la cromatina. Entre sus 
funciones se encuentran la regulación del proceso de transcripción, replicación o 
recombinación. Se ha comprobado que el funcionamiento incorrecto de algunas de 
estas histonas contribuyen al inicio y progresión de un proceso tumoral (Brown 
2001; Chen et al. 2013; Vardabasso et al. 2013). Un ejemplo de ello es la H2A.X cuya 
insuficiencia en ratones aumenta la inestabilidad genómica y la incidencia de 
tumores. Se ha detectado que las deleciones en el cromosoma 11q23, donde se 
localiza el gen en humanos, se encuentran presentes con alta frecuencia en 





prolinfocítica T-PLL. Los avances en la secuenciación de alta resolución han dado a 
conocer mutaciones en otra histona variante H3.3, presentes en el glioblastoma 
GBD y el glioma DIPG (Vardabasso et al. 2014). 
 
1.3.3. Cambios epigenéticos. Metilación del ADN 
En mamíferos, la metilación/demetilación de las citosinas de las islas CpGs 
del ADN constituye una marca epigenética esencial en la regulación de la expresión 
génica. El silenciamiento transcripcional se produce mediante dos mecanismos: 
interfiriendo en la unión de factores de transcripción y provocando cambios en la 
conformación de la cromatina (Weber et al. 2007; Reddington et al. 2013). Las 
alteraciones producidas en el patrón de metilación del ADN pueden desencadenar 
el desarrollo de diversas enfermedades (Baylin 2005; Plass et al. 2013).  
El patrón de metilación del ADN varía entre los diferentes tejidos y durante 
el proceso de diferenciación celular (Reddington et al. 2013). Se ha visto que 
durante la eritropoyesis de ratones se desencadena una demetilación generalizada 
del ADN llegándose a perder un tercio de la metilación total del genoma. El 
restablecimiento de los niveles de metilación se produce por metilaciones de novo 
(Shearstone et al. 2011). 
Las enzimas que catalizan la metilación de las citosinas son las ADN 
metiltransferasas (Dnmt). La Dnmt1 metila preferentemente la hebra naciente, no 
metilada, durante la replicación del ADN contribuyendo a mantener los patrones de 
metilación en las células. Las metilasas Dnmt3 por otra parte, catalizan la metilación 
de novo en ambas hebras. El grupo de las Dnmt3 está constituido por dos miembros 
catalíticamente activos, Dnmt3a y Dnmt3b y otra proteína inactiva, Dnmt3L, cuya 
función es regular a los otros dos componentes de la familia (Bird 2002; Neri et al. 
2013).  
La oxidación o demetilación de las citosinas es mediada por las enzimas TET 
(ten-eleven translocation) dando lugar a 5-hidroximetilcitosina (5hmC), 5-
formilcitosina (5fC) y 5-carboxilcitosina (5caC). Esta familia está formada por tres 
componentes: Tet1, Tet2 y Tet3. En ratón, se encuentran niveles elevados de Tet1 





mientras que Tet2 y Tet3 se expresan en varios tejidos adultos  (Kohli and Zhang 
2013; Wu and Zhang 2014). Las mutaciones producidas en Tet2 se encuentran 
presentes con alta frecuencia en enfermedades mieloides. Los estudios realizados 
en modelos murinos han demostrado que es una enzima imprescindible en la auto-
renovación y diferenciación de células madre hematopoyéticas, cuya desregulación 
conduce al desarrollo de dichas afecciones. Por tanto, Tet2 actúa como un gen 
supresor de tumores regulando la metilación del ADN mediante el control 
epigenético de la transcripción, y su actividad es crítica para impedir el desarrollo de 
leucemias (Li et al. 2011). 
Además de los factores de transcripción, conformación de la cromatina y 
metilación del ADN, existen otros niveles de regulación génica como por ejemplo la 
topología del ADN, la expresión de microARNs o las modificaciones post-
transcripcionales que quedan fuera del ámbito de este estudio. 
 
1.4. Células Friend como modelo experimental in vitro 
La eritroleucemia es un tipo de leucemia mieloide aguda (AML) en la que no 
se forman eritrocitos maduros debido a un bloqueo en el proceso de diferenciación. 
Uno de los sistemas mejor caracterizados de reprogramación de células tumorales 
que permite el estudio in vitro de este bloqueo son las células eritroleucémicas 
Friend. 
Las células Friend o células MEL proceden de precursores hematopoyéticos 
transformados con el complejo vírico Friend (Friend et al. 1966). Este complejo, 
descubierto por la Dra. Charlotte Friend en el año 1957, está formado por dos 
retrovirus: el SFFV (Spleen Focus Forming Virus) responsable del proceso tumoral, 
pero defectivo en replicación, y el F-MuLV (Friend Murine Leukemia Virus) necesario 
para la replicación del SFFV (Spiro et al. 1988; Ruscetti 1995). 
El complejo vírico Friend induce eritroleucemias cuando se inyecta en cepas 
de ratones susceptibles (Lee et al. 2003; Moreau-Gachelin 2008). La eritroleucemia 
transcurre en dos fases (Figura 2). En la primera se activa la expresión del gen env 
del SFFV que codifica la glicoproteína de membrana gp55 e interacciona con el 





Ras/Raf-1/MAPK y PI3K (Muszynski et al. 1998; Nishigaki et al. 2000). La activación 
del EpoR de forma constitutiva dispara la proliferación masiva de progenitores 
eritroides (BFU-E y CFU-E) (Spiro et al. 1988; Li et al. 1990). La proteína gp55 
promueve una proliferación incontrolada que conduce a una esplenomegalia e 
hiperplasia masiva (Moreau-Gachelin 2008; Ruscetti 2010) 
La segunda fase ocurre en un reducido número de células debido a la 
integración del SFFV corriente arriba del promotor del gen PU.1/Sfpi en los 
precursores eritroides. La activación de PU.1 provoca el bloqueo de la 
diferenciación y la inmortalización celular (Moreau-Gachelin et al. 1988).  
 
 
Figura 2. Transformación de progenitores eritroides infectados con el complejo vírico Friend. Fases 
de la eritroleucemia inducida en ratones por la inyección del SFFV. En la primera fase se produce la 
expansión de progenitores eritroides BFU-E y CFU-E debido a la activación del EpoR y sf-STK por la 
proteína viral gp55. La segunda fase ocurre por la inserción del SFFV en el locus Sfpi-1/ PU.1 que 
promueve la sobreexpresión de este gen y produce un bloqueo de  la diferenciación celular. 
 
 
Una de las características fundamentales de la línea celular MEL-DS19 que 
hace de ellas un excelente modelo de estudio in vitro es su capacidad de retomar el 
programa de diferenciación celular (Reuben et al. 1976; Antoniou 1991; Marks et al. 
1994). A partir de las 96h de exposición a agentes inductores tales como el HMBA 
(N,N´-Hexametilen-bis-acetamida) o el DMSO (dimetilsulfóxido), aproximadamente 
el 90% de las células MEL-DS19 se encuentran diferenciadas (Marks and Rifkind 





similares a los que se producen en la maduración eritropoyética: condensación de la 
cromatina, disminución de la  relación núcleo-citoplasma y reducción del tamaño 
celular (Marks et al. 1994). 
A nivel molecular se incrementa la transcripción y traducción de moléculas 
específicas del linaje eritroide en las que se incluyen las  y  globinas, los factores 
de transcripción EKLF y GATA-1 e inhibidores del ciclo celular como p21CIP1/WAF1, 
p27KIP  y  mad1. Por el contrario, se reduce la expresión de genes involucrados en el 
ciclo celular como las ciclinas dependientes de quinasas cdk6 y cdk4, c-myc, c-myb o 
PU.1, entre otros (Krimer et al. 1993; Hsieh et al. 2000; Fernandez-Nestosa et al. 
2008). El proceso de diferenciación finaliza con una disminución de la proliferación 
celular y una acumulación de las células en la fase G1 del ciclo celular (Kiyokawa et 
al. 1993; Vanegas et al. 2003; Fernandez-Nestosa et al. 2008). 
De forma paralela se producen cambios en la cromatina tanto a nivel 
estructural como epigenético. Algunas de estas variaciones se observan en la 
incorporación de la histona variante H3.3 en el octámero de histonas del 
nucleosoma o en la acetilación de la lisina 9 de la histona H3 (H3K9Ac) (Stopka et al. 
2005; Burda et al. 2010).  
 
1.5. Resistencia de las células a las terapias antitumorales 
Las células tumorales pueden retomar el programa de diferenciación celular 
respondiendo a diversos agentes químicos, tal y como se describe en el apartado 
anterior en la línea celular MEL-DS19. Un ejemplo clínico es el tratamiento de 
células leucémicas promielocíticas con ácido retinoico (ATRA) que induce la 
diferenciación celular (Nowak et al. 2009). Otros compuestos como los inhibidores 
de histonas deacetilasas (HDAC) (Lane and Chabner 2009; Marks and Xu 2009), 
análogos de la citidina (Fenaux et al. 2010) e inhibidores de las tirosina quinasas 
(Haouala et al. 2011) son menos efectivos en el tratamiento de leucemias y 
tumores. Uno de los obstáculos comunes a todas las terapias anti-tumorales es la 
adquisición y desarrollo de resistencia a los fármacos en respuesta a una exposición 
continuada del mismo, obligando al uso de tratamientos combinados que conllevan 





fármacos (MDR) en numerosas ocasiones se ha asociado con la reorganización del 
citoesqueleto de actina (Desouza et al. 2012). Así, cambios en los filamentos de 
actina específicos de células tumorales con MDR pueden representar un punto de 
vulnerabilidad donde dirigir la actuación de nuevos compuestos que aumenten la 
efectividad de los tratamientos. 
Como se ha comentado anteriormente, los cultivos de MEL-DS19 en 
presencia de agentes inductores de la diferenciación son capaces de alcanzar hasta 
un 90% de células diferenciadas. Alrededor de un 10% de la población genera 
resistencia a los compuestos químicos bloqueando la entrada en el programa de 
diferenciación. A partir de dichas células se estableció en nuestro laboratorio la 
línea resistente MEL-R (Fernandez-Nestosa et al. 2008). En la presente tesis se llevó 
a cabo el análisis de la expresión génica diferencial entre células MEL-DS19 y MEL-R 
utilizando técnicas de secuenciación masiva de ARN. Los resultados más notables 
indicaron un silenciamiento en las líneas resistentes de genes involucrados en el 
citoesqueleto de actina, varios de los cuales son específicos del linaje eritroide. 
 
1.6. Características del citoesqueleto de actina 
La actina es la proteína más abundante en las células eucariotas 
constituyendo el 15% del total. Sus funciones están relacionadas con la contracción 
muscular, morfología celular, movilidad, transporte intracelular, regulación de la 
actividad enzimática, división celular y enucleación de eritrocitos. Existen varias 
isoformas de la proteína: -actina, -actina y -actina. En la presente tesis doctoral 
la proteína más interesante para su estudio es la -actina ya que es la más 
importante en eritrocitos y participa en la polimerización de actina (Khaitlina 2001; 
Grzanka et al. 2013).  
La actina puede encontrarse en las células en una conformación libre 
monomérica globular (G-actina) o formando un polímero lineal (F-actina). La G-
actina puede transformarse en F-actina a través del proceso de polimerización que 
ocurre en tres etapas (Figura 3): 1) Fase de nucleación, donde la G-actina se une con 
moléculas de Mg2+ y ATP que inducen un cambio conformacional favoreciendo el 





actina en ambos extremos provocando la hidrólisis del ATP y alargando el filamento 
hasta alcanzar un equilibrio entre la cantidad de G y F-actina. 3) Fase estacionaria o 
de equilibrio, en la cual se adicionan y desensamblan monómeros de actina en los 
extremos del filamento sin provocar un cambio de la masa neta del mismo (Lodish 
2005; Nurnberg et al. 2011; Grzanka et al. 2013). Finalmente, la F-actina queda 
formada por una hélice levógira con 13 moléculas que se repiten cada seis vueltas. 
Sin embargo, debido a que el giro por molécula se aproxima a los 180º la estructura 




Figura 3. Esquema del proceso de polimerización de actina. Representación esquemática de las 
fases de la polimerización de actina. En la fase de nucleación se unen tres moléculas de actina. En la 
elongación se adicionan monómeros de actina por los extremos + y – con una mayor o menor 
velocidad, respectivamente. En la fase estacionaria se adicionan (flechas verdes) y desensamblan 
(flechas azules) el mismo número de moléculas de actina. 
 
 
1.7. Vías de polimerización de filamentos de actina 
Se han descrito en células eucariotas cinco mecanismos distintos que 
pueden llevarse a cabo simultáneamente y actuar de forma sinérgica: complejo 
Arp2/3, forminas, Spire (Spir), Cordon-bleu (Cobl) o Leiomodin (Lmod). Las rutas de 
polimerización más conocidas son realizadas a través del complejo Arp2/3 y de las 





específico, siendo más abundantes por ejemplo en el cerebro, mientras que Lmod 
se encuentra en el músculo.  
La vía de polimerización más conocida es la que realiza el complejo Arp2/3. 
Dicho complejo está formado por siete proteínas (Arp2, Arp3, ARPC1, ARPC2, 
ARPC3, ARPC4, y ARPC5) cuya activación depende principalmente de la familia 
WASP-WAVE. En los últimos años se han descrito otras proteínas NPF (nucleation-
promoting factors) capaces de unirse al Arp2/3: WASH (Linardopoulou et al. 2007), 
WHAMM (Campellone et al. 2008) y JMY (Zuchero et al. 2009). 
 En células hematopoyéticas el principal factor de nucleación de actina es 
Was que se une al complejo Arp2/3 a través de su dominio WH2. El complejo 
Arp2/3 activo se asocia a filamentos preexistentes de actina formando un ángulo de 
70º para iniciar la polimerización de un nuevo filamento (Le Clainche and Carlier 
2008; Campellone and Welch 2010; Rodnick-Smith et al. 2016). 
 
1.8. Características y funciones de Was 
Las mutaciones producidas en el gen Was tanto en humanos como en 
modelos murinos generan una inmunodeficiencia recesiva ligada al cromosoma X 
conocida como Wiskott-Aldrich syndrome descrita por primera vez en 1937 por el 
Dr. Alfred Wiskott (Wiskott 1937) y estudiada posteriormente por el Dr. Robert 
Aldrich en 1954. Sin embargo, no fue hasta 1994 cuando se aisló el gen Was 
humano (Derry et al. 1994). La enfermedad presenta una sintomatología asociada a 
trombocitopenia, eczema y aumento del riesgo de infecciones.  
Was se localiza mayoritariamente en el citoplasma, aunque puede estar 
también en el núcleo ejerciendo un papel en la regulación génica independiente de 
la polimerización de actina (Taylor et al. 2010; Looi et al. 2014; Sadhukhan et al. 
2014). 
La estructura proteica de Was está compuesta por varios dominios (Figura 
4): 1) Dominio WH1 (WASP-Homology domain 1) o EVH1 lugar de unión de la familia 
WIP a través de un dominio rico en prolinas. 2) Dominio GBD (GTPase protein 
Binding Domain) o CRIB donde se produce la asociación con la Rho GTPasa cdc42 





con diversas moléculas a través del dominio SH3 entre las que se incluyen Nck, Btk, 
VASP o la proteína quinasa Fyn entre otras. 4) Dominio WH2 (WASP-Homology 
domain 2) o VCA, que es el lugar de unión de monómeros de actina (G-actina) y del 
complejo Arp2/3, responsable del  inicio de la polimerización de actina (Caron 2002; 
Thrasher 2002; Takenawa and Suetsugu 2007; Catucci et al. 2012). 
 
 
Figura 4. Organización de los dominios de los componentes de la familia WASP-WAVE e 
interacciones con otras proteínas. A) Estructura de las proteínas de la familia WASP-WAVE. Todas 
las proteínas poseen una región básica (BR), una zona enriquecida en prolinas y un dominio WH2 
(VCA). Además, Was y N-Wasp contienen un dominio WH1 (EVH1), cuyo análogo en WAVE1, 2 y 3 es 
WHD (SHD), y un dominio GBD (CRIB) que se encuentra ausente en las proteínas WAVE. B) 
Interacciones de los dominios de Was con otras moléculas. Además, se han destacado en rojo 
algunas de las proteínas más importantes implicadas en la activación de Was como PIP2, cdc42, Btk o 
Nck, y el inicio de la polimerización de actina (G-actina y Arp2/3). Se muestra también la posición de 
la tirosina 291 (Y291) en el dominio GBD. 
 
Was y N-Wasp se localizan en el citoplasma en una conformación 
autoinhibida producida por la unión del dominio WH2 con el N-terminal (incluyendo 
el dominio GBD y regiones adyacentes) (Figura 5A). Este plegamiento impide el 
acceso del complejo Arp2/3 al dominio WH2. La activación de Was y N-Wasp se 
produce principalmente por la asociación competitiva de cdc42 al dominio GBD, y 





Varios estudios han demostrado que a pesar de que WAVE carece de dominio GBD, 
podría presentar una conformación autoinhibida similar a la observada en Was cuya 
activación sería promovida por la unión de Rac y PIP3 (fosfatidil inositol 3,4,5 
trifosfato) (Thrasher 2002; Kurisu and Takenawa 2009; Thrasher and Burns 2010; 
Frugtniet et al. 2015). 
 
 
Figura 5. Modelo de activación de la proteína Was. A) La conformación plegada de Was induce su 
autoinhibición mediante la interacción del dominio WH2 con GBD y BR impidiendo el acceso del 
complejo Arp2/3 a la región WH2. B) La activación de Was por la unión de PIP2 y cdc42 o por 
proteínas con dominio SH3 en la región rica en prolinas libera las interacciones del dominio WH2 con 
GBD/BR provocando un cambio conformacional de la proteína. C) La proteína activa es capaz de unir 
monómeros de actina (G-actina) y el complejo Arp2/3 induciendo la polimerización de filamentos de 
actina. 
 
Otra vía alternativa de activación de Was depende de la región rica en 
prolinas donde se unen proteínas con un dominio SH3 como es el caso de las Nck y 
Btk. La regulación de la proteína también se produce a través de la fosforilación de 
las serinas (S483 y S484 del dominio WH2 constitutivamente y S277 en GBD) y de la 





Las quinasas pueden actuar en siete residuos de tirosina distintos aunque la 
fosforilación de la Y291 es crítica y está mediada por la familia Src, FAK, ACK1, Btk y 
Syk. El efecto que produce la fosforilación es un aumento en la polimerización de 
actina. Además, numerosos estudios han demostrado que la fosforilación de la 
tirosina desencadena la degradación de Was a través del proteosoma. Estos datos 
sugieren que la activación por fosforilación puede producirse de forma transitoria y 
actuar posteriormente como una señal de inactivación y degradación (Cory et al. 
2002; Blundell et al. 2009; Dovas and Cox 2010; Lane et al. 2014).  
Se han descrito otros mecanismos de regulación de los niveles de Was como 
por ejemplo mediante la unión con WIP protegiéndola de su degradación a través 
del proteosoma o por calpaínas. En un estudio reciente se ha demostrado que la 
fosforilación de la tirosina de WIP mediada por Btk provoca su desensamblaje de 
Was y la degradación de ésta (Vijayakumar et al. 2015). 
 
1.9. Características y funciones de Btk 
La tirosina quinasa de Bruton (Btk) es una proteína perteneciente a la familia 
de quinasas Tec (TFK). En 1993 dos grupos de investigación identificaron el gen de 
Btk cuyas mutaciones desencadenaban el desarrollo de una inmunodeficiencia 
ligada al cromosoma X conocida como XLA (X-linked agammaglobulinemia) en 
humanos o Xid (X-linked immunodeﬁciency) en ratón, caracterizada por la reducción 
de linfocitos B circulantes y la incapacidad de producir inmunoglobulinas (Tsukada 
et al. 1993; Vetrie et al. 1993). 
Btk se expresa de forma específica en el tejido hematopoyético, a excepción 
de células T. Su activación depende de PU.1 que se asocia a sitios GGAA del 
promotor de Btk (Himmelmann et al. 1996). Los factores de transcripción Sp1 y Spi-
B potencian así mismo la activación de Btk, asociándose a una GC-box en el caso de 
Sp1 o interaccionando con sitios comunes a PU.1 en Spi-B (Muller et al. 1996; 
Christie et al. 2015). 
Btk  se localiza mayoritariamente en el citoplasma y en menor proporción en 









Figura 6. Estructura de la tirosina quinasa de Bruton (Btk) e interacciones con otras proteínas. Btk 
está formada por 5 dominios que interaccionan con diversas moléculas de señalización como se 
indica en el esquema. Se han destacado en rojo las proteínas relacionadas con el citoesqueleto de 
actina de mayor relevancia. Se muestra también, la localización de las tirosinas 223 y 551 (Y223 e 
Y551) implicadas en la activación de la proteína. 
 
La activación de la proteína tiene lugar a partir de la asociación transitoria 
con la membrana celular donde se produce la fosforilación de la tirosina 551 (Y551) 
del dominio TK, catalizado por la familia de quinasas Src o SYK (spleen tyrosine 
kinase). A continuación, se desencadena la actividad catalítica de Btk provocando la 
autofosforilación de la tirosina 223 (Y223) del dominio SH3. Este proceso está 
altamente regulado por diversas proteínas de señalización como por ejemplo la 
proteína quinasa C o la caveolina-1 (Mohamed et al. 2009; Hendriks et al. 2014). 
La activación de Btk desencadena una cascada de señalización celular que 
implica una movilización de calcio, reorganización del citoesqueleto y regulación 
transcripcional. En células B desempeña funciones esenciales en el desarrollo, 
diferenciación y señalización.  
Estudios realizados en células B de ratón han demostrado que Btk conecta la 
actividad de la señal de los receptores con el transporte y procesamiento de 





dispone de diferentes mecanismos: por interacción directa con Was, activando la 
GTPasa cdc42 mediante Vav que actúa como un factor intercambiador de 
nucleótido de guanina (GEF) y aumentando la síntesis de PIP2 que es un co-activador 
de Was. Además, Btk promueve la organización del citoesqueleto de actina 
dependiente de Rac y se ha observado que su dominio PH puede interaccionar 
directamente con los filamentos de actina (Sharma et al. 2009; Hendriks et al. 
2014). 
Hay evidencias que demuestran que Btk desempeña un papel importante 
durante la eritropoyesis ya que es capaz de asociarse a receptores de eritropoyetina 
(EpoR) y a Jak2, siendo un sustrato de este último. La estimulación  tanto de los SCF 
(stem cell factor) como de EpoR, esenciales en el proceso de diferenciación de 
eritrocitos, produce un aumento en la actividad catalítica de Btk. La ausencia de Btk 
reduce la fosforilación de los receptores de eritropoyetina, Jak2 y Stat5. Además, los 
factores SCF promueven la interacción de Btk con los receptores de apoptosis 
TRAIL-1 (TNF-related apoptosis-inducing ligand). La presencia de Btk  evita que haya 
un aumento de la sensibilidad de las células a la respuesta de apoptosis inducida 
por TRAIL (Schmidt et al. 2004). Estos datos indican que Btk podría estar implicada 
en el control de la expansión, supervivencia y diferenciación de progenitores 
eritroides mediante dos mecanismos: regulando la señal inducida por la 
eritropoyetina y controlando la apoptosis inducida por TRAIL. 
 
1.10. Características y funciones de la pleckstrina 
La pleckstrina fue descrita en 1979 por Haslam y colaboradores (Haslam et 
al. 1979) y ha sido conocida durante años como el mayor sustrato de la proteína 
quinasa C (PKC) en plaquetas, denominada inicialmente P47. Posteriormente, se 
demostró que se expresaba de forma específica en leucocitos y plaquetas, donde 
representa el 1% del total de proteínas celulares, y comenzó a llamarse pleckstrina 
(platelet and leukocyte C kinase substrate). En el año 2000 se observó la presencia 
de pleckstrina en células ajenas al tejido hematopoyético (Cmarik et al. 2000). 
La pleckstrina es una proteína de  350 aminoácidos que se distribuye por el 





plasmática. Su estructura la conforman dos dominios PH (pleckstrin homology) 
separados por un dominio central DEP (disheveled gene product, egl-1 and 
pleckstrin) (Ponting and Bork 1996; Civera et al. 2005). Los dominios PH son capaces 
de interactuar con fosfatidil inositol y con las subunidades / de proteínas G. Entre 
el dominio PH del N-terminal y el dominio DEP se encuentran dos residuos de 
serinas y uno de treonina (S113, S117 y T114) que son fosforilados por la PKC, 
promoviendo la conformación activa de la proteína (Abrams et al. 1995; Abrams et 
al. 1996) (Figura 7). 
 
 
Figura 7. Estructura de la pleckstrina. La proteína la conforman dos dominios PH separados de otro 
central denominado DEP. Se muestran también la localización de las serinas 113 y 117 (S113 y S117) 
y de la treonina 114 (T114) cuya fosforilación es necesaria para activar la proteína. 
 
Varios estudios han demostrado que la fosforilación incorrecta de la 
pleckstrina puede desencadenar el desarrollo de diversas enfermedades en 
humanos entre las que se incluyen la diabetes o trastornos de coagulación de la 
sangre (Yang et al. 1996; Ding et al. 2007). El silenciamiento de la pleckstrina 
produce un descenso en la secreción de dos citoquinas proinflamatorias, 
alcanzando un 80% en TNF- y un 75% en IL-1. Por tanto, la pleckstrina 
desempeña un papel fundamental en la respuesta proinflamatoria (Ding et al. 
2007). 
La pleckstrina induce la reorganización del citoesqueleto de actina siendo 
necesaria la fosforilación del dominio PH del N-terminal. La reorganización del 
citoesqueleto de actina se produce vía Rac1 independientemente de cdc42 y del 
fosfatidil-inositol 3 quinasa (PI3K) (Ma and Abrams 1999). Se ha visto con ensayos 
de inmunoprecipitación y GST pulldown que la pleckstrina no se une de forma 
directa al citoesqueleto de actina, sino que emplea otras proteínas intermediarias 
como la moesina, radixina, factor XIIIA, -actinina o 17 -hidroxiesteroide 





Se ha observado también que la pleckstrina está implicada en las vías de 
señalización de fosfaditil-inositol actuando como inhibidor de la hidrólisis mediada 
por las fosfolipasas C y C y de la quinasa PI3K, y por otro lado, activando  la 5-
inositol fosfatasa I (Abrams et al. 1995). 
El dominio PH (Pleckstrin Homology), descrito inicialmente, consta de 100-
120 aminoácidos presente en cientos de proteínas (por ejemplo Btk), desde 
levaduras hasta mamíferos. La familia de proteínas que contienen dominios PH es 
un grupo funcionalmente muy versátil. En muchas ocasiones el dominio PH se 
requiere para la unión de fosfatidil inositol. Sin embargo, otras proteínas emplean 
este dominio para la reorganización del citoesqueleto de actina y polarización 
celular. De hecho, numerosas proteínas de citoesqueleto o reguladoras de 





Los resultados de la presente tesis revelaron la presencia de una alta 
proporción de genes con una mayor expresión diferencial en MEL-DS19 respecto a 
MEL-R, lo que implica un silenciamiento génico generalizado que puede 
relacionarse con el desarrollo de un fenotipo resistente. Un grupo destacado que 
transcribe más activamente en MEL-DS19 pertenece a genes implicados en la 
regulación del citoesqueleto de actina. Los resultados apuntan a la participación de 
la red de proteínas del citoesqueleto de actina en la adquisición de resistencia a la 
diferenciación. Por otra parte, una proporción significativa de genes cuya 
transcripción es mayor en MEL-R pertenecen a aquéllos que codifican histonas. Se 
discute una posible contribución de la expresión de histonas, tanto de replicación 














Uno de los objetivos del laboratorio en el que se llevó a cabo la presente 
tesis doctoral es avanzar en el conocimiento del proceso de diferenciación celular y 
en los mecanismos celulares y moleculares que provocan su bloqueo. El modelo 
empleado para tal fin son células eritroleucémicas murinas capaces de retomar el 
programa de diferenciación en presencia de agentes inductores. Previamente, en el 
laboratorio se desarrolló una línea celular resistente a la diferenciación, derivada de 
los progenitores eritroleucémicos. Los objetivos concretos de este trabajo son: 
 
 
-Identificar genes a través de secuenciación masiva (ARN-seq) cuya expresión 
diferencial difiera significativamente entre MEL-DS19 y MEL-R, y viceversa. 
 
-Examinar el papel de proteínas específicas del linaje hematopoyético implicadas en 
la organización y polimerización del citoesqueleto de actina, i.e. Was (Wiskott-
Aldrich syndrome), Btk (tirosina quinasa de Bruton) y Plek (pleckstrina). 
 
-Establecer transfectantes estables en MEL-DS19 mediante el sistema CRISPR/Cas9 
que contengan deleciones para los genes citados en el objetivo anterior. Establecer 
transfectantes estables que sobreexpresen estos mismos genes en MEL-R.  
 
 
-Analizar la posible implicación de un aumento de expresión de los genes que 

















3.1. Cultivos celulares 
3.1.1. Líneas celulares 
MEL-DS19 (Murine Erythroleukemia cell Line). Línea celular eritroleucémica 
murina cedida por el laboratorio del Dr. Arthur I. Skoultchi del Albert Einstein 
College of  Medicine (U.S.A.). Esta línea deriva de una de las líneas originales que 
estableció la Dra. Charlotte Friend a partir de tumores subcutáneos de ratones 
infectados por el complejo vírico Friend (Friend et al. 1966). 
MEL-R. Línea celular resistente a la diferenciación derivada de MEL DS-19 
establecida previamente en nuestro laboratorio mediante pases sucesivos en 
presencia de HMBA (Fernandez-Nestosa et al. 2008).  
Fibroblastos 3T3-Swiss albino. Línea celular establecida por G. Todaro y 
H. Green en 1962 en la University School of Medicine de Nueva York a partir de 
células embrionarias de ratón (Todaro and Green 1963). 
 
3.1.2. Condiciones de los cultivos celulares 
Las líneas celulares empleadas se cultivaron en medio básico Eagle 
Modificado por Dubelco, DMEM (Gibco), complementado con suero fetal bovino 
(Sigma) inactivado a 65ºC durante 30 minutos a una concentración final de 10% 
(v/v), 100 U/ml de penicilina  (Life Technologies, Inc.) y 100 µg/ml de estreptomicina 
(Life Technologies, Inc.). En el caso de la línea celular MEL-R se añadió al medio 
HMBA (Sigma) a una concentración final de 5 mM.  Los medios de cultivo de los 
transfectantes se complementaron con 1 mg/ml de geneticina (G418). Las células se 
incubaron a 37ºC, en una atmósfera de  95% de humedad y 5% de CO2. 
 
3.1.3. Tratamiento con inductores de la diferenciación celular 
Las células eritroleucémicas MEL-DS19 en presencia de agentes químicos 
como el HMBA (N,N´-Hexametilen-bis-acetamida) o el DMSO (dimetilsulfóxido) son 
capaces de entrar nuevamente en el programa de diferenciación (Reuben et al. 
1976; Marks and Rifkind 1978). Para inducir la diferenciación, se partió de 2,5x105 
cel/ml, se trataron con HMBA (Sigma) 5 mM o 2% de DMSO y se tomaron muestras 




a distintos tiempos. Las células se incubaron de igual modo al que se indica en el 
apartado 3.1.2. 
 
3.1.4. Ensayo de benzidina 
El porcentaje de células diferenciadas se determinó mediante el test de 
benzidina (Marks and Rifkind 1978). La benzidina es un  agente químico que 
reacciona con los grupos hemo de las células eritroleucémicas produciendo una 
coloración azul. Se preparó una solución de benzidina a partir de 0,2 g de benzidina 
dihidroclorada (Sigma) en 3 ml de ácido acético glacial (Merck) y 97 ml de agua 
estéril manteniéndolo en agitación durante toda la noche. Para llevar a cabo el test 
se mezclaron 100 µl de benzidina, 13 µl de peróxido de hidrógeno (Merck) y 100 µl 
de cultivo celular; posteriormente se procedió al recuento de células en una cámara 
de Neubauer bajo un microscopio invertido Leica a un aumento de 10x. 
Para realizar las preparaciones citológicas se recogieron 1x106 células a 
distintos tiempos de diferenciación con HMBA y se trataron con benzidina. Las 
imágenes fueron realizadas en un microscopio óptico Zeiss Axioplan con cámara 
digital Leica DFC 350 FX. 
 
3.1.5. Cinética de crecimiento celular 
El crecimiento celular se determinó contabilizando los cultivos en una 
cámara de Neubauer bajo un microscopio invertido Leica. En todos los casos de 
realizaron recuentos de al menos tres cultivos celulares. Los datos fueron 
procesados empleando el software Microsoft Office Excel. 
 
3.1.6. Determinación del tamaño celular mediante citometría de flujo 
El tamaño celular se analizó mediante citometría de flujo a partir 5x105-
1x106 células que se centrifugaron a 1000 rpm durante 5 minutos. Las muestras se 
lavaron en PBS 1x frío y se resuspendieron en 500 µl de la misma solución. Las 
células se analizaron en un citómetro de flujo Coulter XL y los datos se procesaron 
con el software FlowJo 8.7. 
 




3.1.7. Análisis del ciclo celular 
La distribución de las células a lo largo del ciclo celular se determinó en 
función del contenido de ADN mediante citometría de flujo empleando ioduro de 
propidio. Se centrifugaron 2x105-1x106 células a 1000 rpm durante 5 minutos. Las 
muestras se fijaron con etanol frío al 70% (Merck) durante 30 minutos a 4ºC y a 
continuación se lavaron dos veces con PBS 1x. Los pellets fueron tratados con 300 µl 
de una solución de ioduro de propidio/ARNasa (Immunostep) durante 15 minutos a 
temperatura ambiente. La caracterización del ciclo celular se realizó en un 
citómetro de flujo Coulter XL y el contenido en ADN se examinó con el software 
FlowJo 8.7. 
 
3.2. Preparación y análisis de ARN 
3.2.1. Extracción y análisis de ARN 
El aislamiento y purificación del ARN se realizó a partir de células MEL-DS19 
y  MEL-R tratadas o sin tratar con HMBA o DMSO. Se centrifugaron 107 células de 
cada cultivo y se extrajo el ARN empleando el kit Qiagen RNeasy Mini (Qiagen). Se 
resuspendió el pellet con el buffer RLT (Qiagen), se añadió un volumen de etanol 
(Merck) al 70% y se traspasó la mezcla a una columna del kit de extracción. A 
continuación, las muestras se incubaron con ADNasa (RNase Free DNAse Set, 
Qiagen) y se trataron con los distintos buffers del kit RNeasy Mini. Finalmente se 
eluyó el ARN en agua RNase free.  
Para determinar la concentración y calidad del ARN extraído se analizó 1 µl 
de muestra con el espectofotómetro Nanodrop  (Thermo Scientific) a una longitud 
de onda de 260 nm. La pureza se determinó  mediante lecturas a 280 nm y la 
obtención del cociente: Absorción 260 / Absorción 280. 
Para analizar la integridad del ARN se utilizaron geles de agarosa en 
condiciones denaturalizantes.  Las muestras se prepararon a partir de una mezcla 
de 2-5 µg de ARN,  formamida al 50% (Calbiochem), loading buffer al 2%, 
formaldehido 37% (5,5%) (Merck) y bromuro de etidio (Sigma) a 1 mg/ml. Los geles 
se prepararon con agarosa Seakem (FMC BioProducts) en MOPS 1x (Sigma) y 
formaldehido 37% (8%). La electroforesis se llevó a cabo durante 1 hora y media a 




90 V. El gel se visualizó en un transiluminador de luz ultravioleta de 250 nm de 
longitud de onda. 
 
3.2.2. Análisis de la expresión génica mediante ARN-seq 
El análisis de la expresión génica diferencial entre la línea parental y la 
resistente se llevó a cabo mediante técnicas de secuenciación masiva de ARN, ARN-
seq. Se generaron librerías a partir de 1 g de ARN (TruSeq RNA Sample Preparation 
Kit, Illumina, San Diego, CA) basadas en el aislamiento de poliA+. Las 
concentraciones de ARN fueron 326-394 ng/l con un valor de integridad del ARN 
(RIN) de 9,80. Las librerías con una longitud de 337-367 nucleótidos se cuantificaron 
por PCR (Kapa Biosystems, Woburn, MA) empleando una librería previa estándar. 
Las librerías se cargaron en un aparato Cluster Station (Illumina) y se secuenciaron 
en un Illumina GAIIx (Parque Científico de Madrid) en una sola lectura por protocolo 
(1x75). Las lecturas fueron de 25 millones y 17 millones en MEL-DS19 y MEL-R 
respectivamente. El análisis bioinformático de los datos se realizó empleando la 
referencia del genoma de ratón (NCBI) con TopHat v2.0.1  y DESeq  además de 
Cufflinks v2.0.0 para identificar los tránscritos expresados diferencialmente 
(Trapnell et al. 2012). Los archivos de datos generados en el ARN-seq se encuentran 
depositados en la base de datos Gene Expression Omnibus (GEO), 
www.ncbi.nlm.nih.gov/geo (Nº de acceso GSE83567). 
 
3.3. Reacción en Cadena de la Polimerasa (PCR) 
3.3.1. Síntesis de ADNc, RT-PCR 
La síntesis de ADNc se realizó a partir de 2 μg de ARN extraído de MEL-DS19 
y MEL-R tratados o sin tratar con HMBA o DMSO empleando la siguiente mezcla: 
500 μg/ml de Oligo-dT (Invitrogen) que se anilla en la región 3´ de poli A del ARNm o 
50-250 ng de random primers (Invitrogen) que se une a diferentes secuencias del 
ARN; 0,5 mM de dNTPs y 200 unidades de SuperScript II Reverse Transcriptase  
(Invitrogen). En el caso del Oligo-dT la reacción se llevó a cabo a 42 ºC  durante 50 
minutos y se inactivó la enzima a 70 ºC durante 15 minutos; con los random primers 




las condiciones fueron 25ºC durante 10 minutos, 42 ºC  durante 50 minutos y se 
inactivó la enzima a 70 ºC durante 15 minutos. 
 
3.3.2. Amplificación y análisis por PCR (Polymerase Chain Reaction) 
Se amplificaron fragmentos de ADNc mediante PCR empleando una Taq 
polimerasa (Invitrogen) bajo las siguientes condiciones: desnaturalización a 95ºC 
durante 7 minutos seguido de 35 ciclos a 94 ºC durante 40 segundos, anillamiento a 
55-65 ºC durante 1 minuto y elongación a 72 ºC durante 1 minuto, inactivando 
finalmente la enzima a 72 ºC durante 7 minutos. 
 El análisis de los fragmentos de ADN se llevó a cabo mediante electroforesis 
en geles de agarosa. Se tomaron 10-15 μl de las reacciones de PCR y se efectuó una 
electroforesis a 80-90 V durante 90 minutos en un buffer TBE 1x. El gel se tiñó con 
una solución de bromuro de etidio (Sigma) a 1 μg/ml y se visualizó en un 









3.3.3. Cuantificación  de la expresión génica relativa mediante PCR 
a tiempo real 
La determinación de la expresión relativa de genes que presentaron una 
expresión diferencial en MEL-DS19 y MEL-R tratada o sin tratar con HMBA o DMSO 
se realizó empleando una mezcla de 1x SYBR Green Supermix (BioRad), 1 μl de 
ADNc y 0,2 μM de cada oligonucleótido. Los oligonucleótidos empleados, 
representados en la Tabla I, fueron diseñados utilizando el software Primer3 
(http://bioinfo.ut.ee/primer3-0.4.0/) (Untergasser et al. 2012) y sintetizados por 








Hist1h1c TGGAAGTTTGGGAGAAGGTG TCTCAGTCCCGAGTCCAACT 119 
Hist1h1d CGTCTACGTTTCAATCTAGCATTTC TGAGGCTCGAATACAAGATCC 66 
Hist1h2ba GTGGCGTTCACACAACAAG GCAGCCCTACCGACTGTTAC 120 
Hist1h2bc CTCCAAGTGATCCTGCCAAG CCATTTGCACTGTCTTGAGG 90 
Hist1h2bg CGGTACTAAAAGGCCAGACG TTCCTTATTGGCTGCAGAGG 105 
Hist1h2bj CCGACACCGGTATCTCCTC GTCGAGCGCTTGTTGTAATG 114 
Hist1h2bk CGAGGTTTTGGGAGTTGTGT AGTGAAATGCCCTTGTCTGG 90 
Hist1h2bl AATTCGCAGCAGCCTGTAGT GGTTGGGGTGTGAATACCAG 90 
Hist1h2bn CAGCCTGTGCAGACACACTT CCTTCTTGGACCCCTTCTTC 120 
Hist1h2bp TGCCTGAGCCTGTTAAGTCC CACCGAGTAGCTCTCCTTGC 119 
Hist2h2aa1 GCCCGCGTCTCTGTGATA GGCTACCGTGACACAACTCTT 95 
Hist2h2aa2 GCCCGCGTCTCTGTGATA GGCTACCGTGACACAACTCTT 94 
Hist2h2be CTTCTTGGAGTTCTTTTTAGACTAGGA AAAGCCTAGAACACGGAAACC 71 
Hist2h3c2 CATTCCCCACAAAGGCTCT GCTCTAAGCGAAGTAAACAGCTC 70 
Hist3h2a TGGAGGGAGGTGTACTAGGG TTGGGTAGTGGTTGTGCATTT 71 
H1f0 CAAAGCCCCAAGCAAGAA CAACCTTGGGCTTTTTGG 93 
H2afx GTTGCTGGCCTCATACCAGT GCCGGGAGGTATTCCTAGAG 111 
H3f3b CAGGATTTCAAAACCGACTTG CCCACCAGGTATGCTTCG 108 
Was GGATCTGCGGAGCTTGTTCTC AGACCTCCCTGGTCCTCAAT 105 
Plek CTTGAGAGGCTGTGTGGTGA ATTACTTGCAGGCAGCCACT 121 
Arhgef10l TAATGGAGATGGAGCCCAAG AGCGATCTGGAACATGGAGT 101 
Rac2 CCTAGGTACGGCACCACT GGATCTGACCAACCTGGAGC 98 
Dock2 AAACAAGGGAGCTACGCTGA ATTCTGGGTCAGCTTTGTGG 115 
Btk TGGCTGCCTCTTGAACTACC AAGGAACTGCTTCGACTCCA 118 
Nckap1l ACTTTGGCTGGCTACAATGC AAGCATCTGCACCCAAAAAC 121 
Dnmt1 AAAGTGTGATCCCGAAGATCAAC TGGTACTTCAGGTTAGGGTCGTCTA 79 
Dnmt3a TGCTACATGTGCGGGCATAA GGAGTCGAGAAGGCCAGTCTT 70 
Dnmt3b CCCAAGTTGTACCCAGCAATTC TGCAATTCCATCAAACAGAGACA 75 
Tet1 GCGTGAAGCTCAAACATCAA GTGCAGCTTCCTGTTCCTTC 143 
Tet2 GATCCGTCATCTGAGGCTCA TGGCCTGTTGACTCAAATGC 103 
Tet3 GCAAGGAGGGGAAGAGTTCT ATCACGGCGTTCTGACAATG 127 
Actina CTAAGGCCAACCGTGAAAAG ACCAGAGGCATACAGGGACA 103 
GAPDH ACCACAGTCCATGCCATCAC TCCACCACCCTGTTGCTGTA 452 




Sigma. La reacción se llevó a cabo en el iQ5 System (Bio-Rad) siguiendo las 
condiciones que se detallan: una pre-denaturación del ADN a 95ºC durante 3 
minutos,  40 ciclos de 95 ºC durante 30 segundos y 60 ºC durante 30 segundos, con 
un paso final de 60 ºC hasta 94 ºC subiendo 1 ºC cada 10 segundos.  
El análisis de la expresión relativa a partir de las Cts obtenidas se efectuó 
mediante el método 2-ΔΔCt  (Schmittgen and Livak 2008) empleando el software 
BioRad  iQ5 2.0 Standard Edition Optical System y Microsoft Office Excel. 
Previamente, se comprobó la eficiencia de cada pareja de oligonucleótidos 
mediante una curva estándar de calibrado. 
 
3.4. Caracterización de la metilación de los promotores mediante 
conversión con bisulfito y secuenciación 
La metilación del ADN en mamíferos ocurre en los sitions o islas 5’-CpG-3’ de 
los promotores de los genes. El tratamiento con bisulfito transforma las citosinas no 
metiladas en uracilos mientras que las metiladas permanecen intactas, propiedad 
que permite discernir los sitios metilados mediante una secuenciación. El ADN 
genómico de las muestras se trató con bisulfito empleando el kit EZ DNA 
Methylation-Direct (Zymo Research). Se partió de 8x104 células siguiendo las 
instrucciones del fabricante. El ADN tratado (4 µl) se amplificó por PCR usando 
oligonucleótidos específicos de cada región y la ZymoTaq DNA Polymerase (Zymo 
Research). Las condiciones de la reacción fueron: un primer paso de 
denaturalización a 95 ºC durante 10 minutos, seguido de 40 ciclos a 95 ºC durante 
30 segundos, 55-60 ºC 40 segundos y 72 ºC 40 segundos, con una extensión final a 
72 ºC 7 minutos. Las secuencias de los oligonucleótidos empleados fueron 
diseñados con el software MethPrimer (http://www.urogene.org/cgi-
bin/methprimer/methprimer.cgi) (Li and Dahiya 2002) y se detallan en la Tabla II. 
Los productos de PCR se resolvieron en un gel al 1% de agarosa  y se secuenciaron 
en el servicio de Secuenciación Automática Secugen (CIB, Madrid). 
 
Tabla II. Oligonucleótidos empleados en el análisis con bisulfito 






3.5. Preparación y análisis de proteínas 
3.5.1. Caracterización de la expresión de la proteína HP1 mediante 
citometría de flujo 
Se analizó la expresión de HP1 a partir de 3x106 células de cultivos de MEL-
DS19 sin tratar (0h), MEL-R y células MEL-DS19 tratadas con HMBA durante 72 
horas (72h). Las células se fijaron en etanol frío al 70% (Merck) seguido de una 
permeabilización con 0,1% de Triton X-100 (Sigma) en PBS 1x (PBS-T) durante 30 
minutos a temperatura ambiente. Las células se trataron con PBS-T con BSA (Sigma) 
al 1% durante 1 hora y se incubaron posteriormente con el anticuerpo primario 
Anti-HP1α (Tabla I) en PBS-T con BSA al 1% durante una hora a temperatura 
ambiente. Se llevaron a cabo varios lavados con PBS 1x y se procedió a la incubación 
con el anticuerpo secundario Goat-anti-mouse Alexa 488 (Molecular Probes) a una 
dilución 1:1000 en PBS-T con BSA al 1%. Tras realizar varios lavados con PBS 1x las 
células se analizaron mediante un citómetro de flujo Coulter XL. Los datos se 
procesaron con el software FlowJo 8.7. 
 
3.5.2. Inmunocitoquímica 
Los ensayos de inmunofluorescencia se realizaron con 1 ml de cultivos 
celulares en crecimiento exponencial (106-107 cel/ml) sobre portaobjetos tratados 
con poli-L-lisina (Sigma) y se incubaron a 37ºC  durante 30 minutos. Las células se 

















Hist1h2bg GGATGGTTAGTTGTAGGTGG TAACAAACAAAATAACAAAACTC 
Hist1h2bk AATAGTAGAAATAAAGGGAAATTTTGTAGA CAAAACAAACAAATAAAAACACCAC 
Hist1h2bp TTTTGGTTTTGTGGTGGTTTT CCACCTACAACTAACCATCC 




permeabilizaron con 0,1% de Triton X-100 (Sigma) en PBS 1x (PBS-T) durante 30 
minutos. Se realizó el bloqueo en PBS-T con BSA (Sigma) al 1% durante 1 hora. Las 
muestras se incubaron con los anticuerpos primarios Anti-HP1α (Bartova et al. 
2007), Anti-β Actina o Anti-Btk (Tabla III) en PBS-T con BSA al 1% durante una hora, 
seguido de dos lavados en PBS 1x. Se procedió a la incubación de las células con el 
anticuerpo secundario Goat-anti-mouse Alexa 488 o Alexa 568 (Molecular Probes) a 
una dilución 1:400 y 1 μg/ml de DAPI en PBS-T con BSA al 1% durante 1 h. Tras 
realizar dos lavados con PBS 1x las muestras se montaron con ProLong Diamond 
Antifade (Invitrogen), calentado previamente a 37ºC durante 20 minutos, y se 
dejaron secar a 4ºC.  
Las imágenes se captaron con el microscopio Leica TCS SP2 Confocal Laser 
con un objetivo de 63x o 100x de inmersión y zoom.  
 
3.5.3. Inmunodetección de proteínas 
La obtención de extractos proteicos totales se llevó a cabo a partir de 
2,5x106 células. Se efectuó un lavado en PBS 1x frío  y se trataron con 100 µl de 
buffer NP-40 (Tris-HCl 20 mM pH 7.5, glicerol 10% (Roche), NaCl 137 mM, NP-40 1%, 
cóctel de inhibidores de proteasas 0,1 µg/ml, ortovanadato sódico 1 mM, fluoruro 
sódico 10 mM, EDTA 2 mM; (Sigma)). Las muestras se incubaron durante 20 
minutos a 4ºC con agitación ocasional. Se separaron los restos celulares de las 
proteínas mediante una centrifugación a 15000 rpm durante 25 minutos a 4ºC.  
La separación proteica (10-30 µg)  se realizó en geles SDS-poliacrilamida al 
12% y se transfirieron a una membrana de PVDF (Bio-Rad) mediante 
electrotransferencia húmeda durante 90 minutos a 200 mA. Se realizó un bloqueo 
en leche en polvo diluida en T-TBS (Tris-HCl 20 mM, NaCl 150 mM y Tween 20 al 
0,1% (Sigma)) durante 1 hora a temperatura ambiente. La membrana se incubó con 
el anticuerpo primario (Tabla III) durante 16 horas a 4ºC. La membrana se lavó 5 
veces durante 5 minutos en T-TBS y se incubó 1 h a temperatura ambiente con el 
anticuerpo secundario conjugado con peroxidasa Anti-mouse (Santa Cruz sc-2005, 
1:3000) o Anti-rabbit IgG (DAKO P0448, 1:1000) según corresponda. Se lavó 5 veces 




durante 5 minutos en T-TBS y se detectó mediante el quimioluminiscente LiteAblot 




3.5.4. Separación de la conformación monomérica y filamentosa de 
la actina 
La actina puede encontrarse en dos conformaciones distintas en las células: 
globular (G-actina) o filamentosa (F-actina). El aislamiento de ambas 
configuraciones se realizó mediante un proceso de sedimentación. La separación de 
ambas conformaciones se llevó a cabo a partir de 107 células  que se centrifugaron a 
1000 rpm durante 5 minutos y se lavaron en PBS 1x. La ruptura de la membrana 
celular se produjo añadiendo a las muestras 300 µl de solución de lisis (PIPES 50 
mM pH 6.9 (Sigma), MgCl2 5 mM, EGTA 5 mM (Sigma), glicerol 5% (Roche), β-
mercaptoetanol 0,1% (Merck), PMSF 1 mM (Roche), benzamidina 10 mM (Sigma) y 
ATP 1mM (Roche)). Se tomaron 100 µl del lisado y se realizó una ultracentrifugación 
a 100.000 g durante 1 h a 37ºC donde se recogió la F-actina en el pellet mientras 
que la G-actina se mantuvo en el sobrenadante. Los 100 µl de sobrenadante se 
mezclaron con el mismo volumen de buffer  de carga de Western blot (Urea 5 M, 
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Upstate, USA 
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Tris-HCl 1 M pH 6.8, SDS 20%, glicerol 85%, azul de bromofenol 0,002 %, -
mercaptoetanol 5%) en un volumen final de 200 µl; el pellet se resuspendió en 200 
µl del mismo buffer. Se analizaron aícuotas de 20-25 l mediante Western blot 
empleando un anticuerpo Anti--actina como se detalla en el apartado 3.2.3. 
El experimento se validó mediante un tratamiento de MEL-DS19 y MEL-R 
con jasplacolinoda y citocalasina D. La jasplacolinoda es un compuesto 
originalmente aislado de una esponja marina que induce la polimerización de actina 
(Bubb et al. 1994). La citocalasina D es un metabolito obtenido de un hongo capaz 
de unirse a los filamentos de actina impidiendo su polimerización y elongación 
(Cooper 1987). Las muestras se procesaron como se detalla en el protocolo anterior 
añadiendo un paso en el que se realizó un tratamiento con 10 µM de ambos 




3.6.1. Tranfecciones con cationes lipídicos 
Las transfecciones llevadas a cabo en las líneas MEL-DS19 y MEL-R se 
realizaron a partir de 5x106 células. Se incubó 50 l de lipofectamina 2000 (Life 
Technologies) en 100 l de OptiMEM (Gibco) durante 30-45 minutos a temperatura 
ambiente. Se agregaron 5-7g de plásmido diluido en 300l de OptiMEM y se 
incubó durante 15 minutos a temperatura ambiente. Las células se resuspendieron 
en  550 l de OptiMEM  y se añadió la solución de lipofectamina y vector. Se 
incubaron a 37ºC durante 6 horas y se incorporó medio DMEM completo.  
 
3.6.2. Transfectantes estables derivados de MEL-R 
En las transfecciones estables realizadas en la línea resistente se emplearon 
los siguientes vectores de expresión: 
MEL-R pCMV6 Plek (Origene): vector que contiene la secuencia codificadora de 
Plek bajo el promotor CMV6. 
MEL-R pCMV6 Btk (Origene): vector que contiene la secuencia codificadora de 
Btk bajo el promotor CMV6. 




MEL-R pcDNA3.1-+DYK Was (GeneScript): vector que contiene la secuencia 
codificadora de Wasp bajo el promotor CMV6, de aquí en adelante denominado 
pcDNA 3.1-Was. 
 
3.6.3. Transfecciones para generar deleciones en la línea celular 
MEL-DS19 mediante el sistema CRISPR/Cas9 
El sistema CRISPR es un mecanismo de defensa perteneciente a ciertas 
bacterias y arqueas. El locus CRISPR está formado por genes Cas, que codifican 
nucleasas, y repeticiones separadas entre sí por espaciadores que corresponden a 
secuencias exógenas. En el sistema CRISPR tipo II cuando se transcribe este locus da 
lugar a un conjunto de ARNs no codificantes (ARNcr) que se procesan y forman 
ARNs dúplex de 20 pb llamados ARNsg. Éste actúa como guía y se asocia a la 
nucleasa Cas9 que reconoce la secuencia y se dirige a la región  de ADN (o ARN) que 
va a cortar (Hsu et al. 2014). 
Basándonos en este sistema y en la estrategia empleada anteriormente para 
establecer deleciones en el genoma de células MEL-DS19 (Bauer et al. 2015) se 
delecionó el gen completo de Was o los tres primeros exones de Btk y Plek. En las 
transfecciones se emplearon tres vectores (Figura 8A): pEFBOS-GFP que contiene la 
región codificadora de la proteína GFP y dos vectores pX330 (ID 42230, Addgene) a 
los cuales se les clonó en BbsI la secuencia guía para la endonucleasa Cas9 de los 
dos extremos diana del fragmento del genoma que va a ser delecionado, ARNsg 1 y 
ARNsg 2 (Tabla IV). A las 72h de la transfección se separaron los clones mediante 
cell sorting seleccionando las células vivas de la población total (marcado con un 
círculo rojo discontinuo) y a continuación las células transfectada (Figura 8B). Las 
células GFP positivas (5% aproximadamente en cada transfección) se separaron en 
placas de 96 pocillos a razón de 1 célula por pocillo.  
 
 





Figura 8. Vectores empleados para inducir deleciones en el genoma de MEL-DS19 y selección de 
transfectantes. A) Mapa de los tres vectores utilizados en cada transfección para inducir deleciones 
en el ADN de MEL-DS19 basado en el sistema CRISPR/Cas9. Dos vectores contienen la secuencia 
codificadora de la endonucleasa Cas9 y las secuencias de los extremos del genoma donde se va a 
producir la escisión (ARNsg 1 y ARNsg 2). El tercer vector transcribe GFP, necesario para la detección 
de los clones transfectados. B) Esquema de la selección de transfectantes mediante cell sorting. En el 
primer panel se muestra la población a partir de la cual se separaron las células vivas (círculo rojo 
discontínuo). Aproximadamente el 5% de las células vivas expresan GFP (GFP+) como se observa en 
el segundo panel. Se seleccionaron el 3% de células cuya señal de GFP es mayor y se separaron en 
placas de 96 pocillos a razón de 1 célula por pocillo. 
 
La selección de clones con deleciones bialélicas se realizó mediante 
amplificación por PCR siguiendo el protocolo que se detalla en el apartado 3.4.2. 
empleando las parejas de oligonucleótidos de deleción (D), cuyo anillamiento se 
produce corriente arriba de la región de corte, y no deleción (ND), cuya unión se 
produce dentro de la zona escindida (Figura 9A). Las secuencias de las parejas de 
oligonucleótidos empleadas se representan en la Tabla V. Se pueden identificar tres 
tipos de clones en función del patrón de bandas obtenidas: sin deleción, con 
deleción monoalélica y con deleción bialélica (Figura 9B). 1) Si no se ha producido 
deleción, solo habrá amplificación con los oligonucleótidos de no deleción, mientras 
que los de deleción no pueden funcionar correctamente dado que el fragmento es 
demasiado grande. 2) Si la deleción es monoalélica ambas parejas de 
oligonucleótidos darán lugar a una banda en el gel de agarosa. 3) Los clones que nos 




resultan más interesantes son los bialélicos cuya amplificación por PCR sólo es 
posible con la pareja de oligonucleótidos de deleción. 
Para identificar y aislar clones bialélicos se realizaron más de 32 geles de 
agarosa de 20 pocillos analizando los resultados obtenidos por PCR con la pareja de 
oligonucleótidos de no deleción (ND) para identificar y aislar clones bialélicos de 
Was, Plek y Btk. En la Figura 9C se muestran algunos ejemplos de estos geles de 
agarosa. Aquellos clones en los que se produjo amplificación fueron descartados ya 
que son transfectantes en los que no hay deleción o la deleción es monoalélica. Los 
asteriscos destacan los posibles clones bialélicos sobre los que se realizó una PCR 
con la pareja de oligonucleótidos de deleción y repitiéndose además con los ND. 
 
 
Figura 9. Selección de clones con deleciones bialélicas. Se analizó el tipo de deleción (monoalélica o 
bialélica) de los transfectantes aislados previamente por cell sorting mediante amplificación por PCR. 
A) Mapa genómico de uno de los genes en los que se indujo su deleción. Los exones se representan 
con rectángulos azules y el 5’ y 3’ UTR con rectángulos rojos. Las líneas discontínuas rojas indican las 
regiones (ARNsg 1 y ARNsg 2) donde la endonucleasa Cas9 provoca su escisión. Las flechas verdes y 
rojas corresponden a las  parejas de oligonucleótidos de deleción (D) y no deleción (ND) 
respectivamente, que se emplearon en las amplificaciones por PCR. B) PCR de los clones sin deleción, 
con deleción monoalélica o con deleción bialélica con las parejas de oligonucleótidos de no deleción 
(ND) y deleción (D). C) Productos de PCR obtenidos con oligonucleótidos de no deleción (ND) 
analizados en geles de agarosa. Los asteriscos destacan los posibles clones bialélicos. 














Was CACCGAAGGCATATTGAGCCGGGCG CACCGTAAAGAAATACAGGCGACG 
Btk CACCGTACACCTGCATGCCGCAAG CACCGCAGAAAATGGTATAATCCGA 













ND TGTGACGGTCGACATTCAGA TCAGATGCTTTCCCACCCAT 191 
D TATCATTGGCAACGTCCAAA GACATGGTGGCACTTGTCTG 602 
Btk 
ND TGGGGCTTATGGTTTCAAAG CCCAGTCGAAGTGTGGTTTT 203 
D GGCTATGTTGTCGGGCTCTA TGTTGCCTGGGTTACCTTTC 661 
Plek 
ND GAACCAGAAGCAGGCAAGTC ACCAACTCCTGGTTCCACAG 341 


















4.1. Caracterización de las líneas celulares MEL-DS19 y MEL-R 
4.1.1. Características de la diferenciación celular en la línea MEL-
DS19 
La línea celular MEL-DS19 deriva de precursores hematopoyéticos 
transformados con el complejo vírico Friend cuya integración provoca un bloqueo 
en la entrada del proceso de diferenciación celular (Friend et al. 1966). La presencia 
de agentes químicos como el HMBA o el DMSO son capaces de inducir la 
diferenciación hacia el linaje eritroide (Reuben et al. 1976; Marks et al. 1994). 
Cuando los cultivos se exponen a un tratamiento con 5 mM de HMBA se produce un 
aumento progresivo de células diferenciadas alcanzando un 90% aproximadamente 
a las 96 horas (Figura 10A). Las células diferenciadas se detectaron mediante un test 
de benzidina,  agente químico que reacciona con los grupos hemo de las células 
produciendo una coloración azul. En la Figura 10B se muestra un cultivo en ausencia 
del agente inductor (0h) y en presencia de HMBA durante 120 horas. Debido a la 
alta concentración de hemoglobina en las células diferenciadas tras una 
centrifugación se obtienen pellets de color rojo como se muestra en la Figura 10C; 
aquéllos que se mantienen sin HMBA (0h) dan lugar a un sedimento blanco. Estos 
resultados permitieron comprobar que los cultivos de células MEL-DS19 responden 
al agente inductor HMBA retomando el programa de diferenciación. 
 
 
Figura 10. Dinámica de diferenciación celular inducida por HMBA.  Se trataron cultivos de células 
MEL-DS19 en presencia de 5 mM de HMBA durante 96-120 horas. A) Se determinó el porcentaje de 
células diferenciadas a distintos tiempos mediante un test de benzidina. Las barras representan las 
desviaciones estándar de cada ensayo por triplicado. B) Imágenes del ensayo con benzidina en 
células MEL-DS19 indiferenciadas (0h) y diferenciadas (120h). Los grupos hemo de la hemoglobina 
reaccionan con la benzidina produciendo una coloración azul. Las fotografías fueron tomadas en un 
microscopio óptico con un aumento 40x. C) Pellets de cultivos sin tratar (0h) o expuestos durante 






Aún cuando el porcentaje de diferenciación alcanza niveles elevados, 
aproximadamente un 10% de las células no responde al agente inductor. A partir de 
esta población se estableció previamente en el laboratorio la línea celular MEL-R 
que permanece en un estado proliferativo y presenta características fenotípicas y 
moleculares distintas a la de la línea progenitora. 
 
4.1.2. Características fenotípicas de las células resistentes a la 
diferenciación 
Se analizó la cinética de crecimiento y el tamaño celular de MEL-R respecto a 
la línea parental MEL-DS19. Se utilizaron tres cultivos independientes creciendo en 
fase exponencial y se recogieron alícuotas por triplicado a intervalos de 24 horas 
(Figura 11A y B). Se observó que el tiempo de duplicación de MEL-DS19 es próximo 
a las 12 horas mientras que en MEL-R se alcanzan valores de 18 horas 
aproximadamente. 
El estudio comparativo de los tamaños celulares relativos de MEL-DS19 y 
MEL-R se realizó mediante citometría de flujo. Se observó un aumento significativo 
del tamaño celular en MEL-R, tal como indica el desplazamiento de la curva en el 
gráfico de la Figura 11C.  
Estos resultados han permitido corroborar las diferencias fenotípicas 
relativas a la duración del ciclo celular y a un aumento del tamaño en las líneas 







Figura 11. Cinética de crecimiento y tamaño celular de MEL-DS19 y MEL-R. A) Curva de crecimiento 
de células MEL-DS19 y MEL-R durante 96 horas. Las barras representan las desviaciones estándar de 
cada ensayo por triplicado. B) Número de células/ml (x10
4
) de cultivos MEL-DS19 y MEL-R 




4.1.3. Análisis de los niveles de HP1 en MEL-R 
Otro de los parámetros estudiado fue el grado de compactación de la 
cromatina en base a los niveles de la proteína HP1 cuyos niveles indican el grado 
de heterocromatinización. Con el objeto de comparar el nivel de 
heterocromatinización en las células MEL-R con respecto a la línea progenitora se 
determinó la cantidad de proteína HP1α mediante técnicas inmunohistoquímicas y 
citometría de flujo. La inmunolocalización de HP1 en MEL-DS19, tratadas (72h) o 
sin tratar con HMBA (0h)permitió observar un incremento de la señal según 
aumenta el tiempo de exposición de las células al HMBA. En células MEL-R se 
obtuvieron valores intermedios entre MEL-DS19 0h y diferenciadas (72h) (Figura 
12A). La citometría de flujo confirmó estos resultados observándose un incremento 
de la señal en células MEL-R respecto a MEL-DS19, señal cuyo aumento es mayor 





un Western blot, en el cual se detectó el mismo patrón de expresión de HP1α 
(Figura 12C). 
Estos resultados indican una gradual heterocromatinización de las células 
MEL-DS19 según avanza el programa de diferenciación. Las células MEL-R por su 
parte, presentan una cromatina más condensada respecto a la línea parental, pero 
sin llegar a los niveles de las células diferenciadas lo cual manifiesta un estado 
intermedio entre ambas situaciones. En conjunto estos datos demuestran que hay 
diferencias fenotípicas entre MEL-DS19 y MEL-R que conciernen al tamaño celular, 













Figura 12. Análisis del estado de la cromatina en MEL-R. A) Inmunolocalización de la proteína HP1. Los 
núcleos de las células MEL-DS19 y MEL-R se tiñeron con DAPI. Se añadió el anticuerpo primario anti-
HP1α y el anticuerpo secundario Alexa 488 que emite fluorescencia verde. Las imágenes se captaron en 
un microscopio confocal con un objetivo 64x. Barra de escala = 50 m. B) Niveles de HP1medido por 
citometría de flujo. La señal de la proteína correspondiente a células MEL-DS19 se representa en color 
azul mientras que las células diferenciadas y las resistentes se muestran en verde y rojo, 
respectivamente. C) Cuantificación de la HP1mediante Western blot. Cantidades similares de extractos 
proteicos de cada muestra se analizaron en una inmunodetección empleando como control de carga la 
proteína nuclear Sam 63.  
 
4.1.4.  Estudio de la ploidía en células resistentes a la diferenciación 
Numerosos estudios han sugerido que la poliploidía promueve la evolución y 
la adquisición de un fenotipo resistente en terapias de pacientes con cáncer. 
(Fujiwara et al. 2005; Margolis 2005; Coward and Harding 2014). Basándonos en los 
datos previos y en el aumento de tamaño celular observado en las células MEL-R 
(Figura 11), realizamos un análisis del contenido en ADN de estas células para 
verificar el grado de ploidía. El perfil de las distintas fases del ciclo celular que se 





DS19 y MEL-R (Figura 13A, 0h y MEL-R). En los cultivos en fase de diferenciación las 
células dejan de proliferar acumulándose en la fase G1 del ciclo celular (Figura 13A, 
96h), datos que corroboran resultados anteriores (Marks et al. 1994; Vanegas et al. 
2003; Fernandez-Nestosa et al. 2008). El contenido de ADN de la línea progenitora y 
las células resistentes difiere observándose un contenido 4C en las células 
resistentes lo cual indica que la adquisición de un fenotipo tetraploide por parte de 
las MEL-R. 
La poliploidía se ha descrito en diferentes células tumorales como resultado 
de la endoreplicación inducida por estrés (Storchova and Pellman 2004; Lee et al. 
2009). La presencia continua de HMBA en los cultivos de MEL-R podría suponer una 
situación comprometida capaz de inducir un fenotipo favorable a la supervivencia 
celular. Se analizó el ciclo celular de MEL-R expuesto a dos concentraciones distintas 
del compuesto (5 y 10 mM) o en su ausencia (0 mM) con el fin de detectar 
variaciones en los perfiles del ciclo que indicarían una posible relación entre la dosis 
empleada y la ploidía observada (Figura 13B). Se observó que en todos los casos las 
células mantienen la tetraploidía independientemente de la cantidad de HMBA 






Figura 13. La tetraploidía es 
una característica de las 
células resistentes. Se 
analizó el ciclo celular y la 
ploidía en MEL-DS19, células 
diferenciadas con HMBA y 
MEL-R mediante citometría 
de flujo A) Las células 
diferenciadas (96h) y la línea 
parental (0h) presentan un 
contenido en ADN diploide. 
Las células resistentes 
aumentan el contenido de 
ADN hasta alcanzar la 
tetraploidía. B) Se determinó 
el nivel de ploidía en células 
resistentes cultivadas con 
distintas concentraciones de 
HMBA (0 mM, 5 mM y         
10 mM). 
 
4.2. Expresión génica diferencial en MEL-DS19 y MEL-R 
4.2.1. Análisis de la expresión génica diferencial en MEL-DS19 y 
MEL-R mediante ARN-seq 
Durante el proceso de diferenciación de las células MEL-DS19 se producen 
cambios en la expresión génica que provocan la inhibición de la proliferación celular 
y estimulan el desarrollo de un fenotipo diferenciado (Vanegas et al. 2003; Garcia-
Sacristan et al. 2005). Las líneas celulares resistentes MEL-R se comportan de forma 
distinta a las progenitoras mostrando una incapacidad para retomar el programa de 
diferenciación en respuesta a los estímulos de los agentes inductores externos. En 
un intento de explorar cuáles son las causas de la resistencia a la diferenciación 
llevamos a cabo un análisis de la expresión génica diferencial entre MEL-DS19 y 
MEL-R mediante técnicas de secuenciación masiva de ARN (ARN-seq). 
El protocolo del ARN-seq se llevó a cabo en la Unidad de Genómica del 
Parque Científico de Madrid y los datos fueron posteriormente analizados en el 
Servicio de Informática del Centro de Investigaciones Biológicas. Se estudiaron 





diferenciar y células MEL-R considerando lecturas de 25 y 17 millones, 
respectivamente, con una longitud de 75 nucleótidos. Los datos obtenidos fueron 
analizados por dos métodos distintos: DESeq (Anders et al. 2012) y Cufflinks-Cuffdiff 
(Trapnell et al. 2012) obteniendo en ambos casos resultados similares.  
Los transcritos procesados mediante Cufflinks, basados en la medida de los 
FPKM (fragmentos por kilobase del exón por millón de fragmentos mapeados), 
revelaron 596 genes que se expresan de forma diferencial entre MEL-DS19 y MEL-R, 
considerando siempre como umbral un fold-change mayor de 2 (Figura 14). En el 
gráfico de la Figura 14A, representado a escala logarítmica, se observa que 486 
genes presentan una expresión más elevada en la línea parental respecto a la línea 
resistente (FPKMMEL > FPKMMEL-R) hasta llegar al punto de inflexión, a partir del cual 
se muestran 110 genes con mayor transcripción en MEL-R respecto a MEL-DS19 
(FPKMMEL < FPKMMEL-R). El punto de inflexión de la curva corresponde a los valores 
con un fold-change inferior a 2 que fueron eliminados del estudio. 
Los niveles de expresión de los 596 genes se representan en un mapa de 
calor en la Figura 14B. La distribución en el gráfico se realizó en base al análisis de la 
varianza mínima (Ward 1963). La mayoría de estos genes muestran una elevada 
transcripción en la línea parental respecto a la resistente corroborando los 







Figura 14. Expresión génica diferencial entre MEL-DS19 y MEL-R analizada mediante ARN-seq. A) Los 
genes que mostraron diferencias de expresión entre MEL-DS19 y MEL-R se graficaron en función del 
fold-change, representado por el logaritmo de los FPKMs. 486 genes se encuentran más expresados en la 
línea parental (FPKM MEL > FPKM MEL-R) y 110 genes aumentan su transcripción en la línea resistente 
(FPKM MEL < FPKM MEL-R). Los valores de fold change por debajo de 2 se descartaron del estudio y 
corresponde al punto de inflexión observado en el gráfico. B) Mapa de calor de los genes que muestran 
una expresión diferencial entre MEL-DS19 y MEL-R cuya clasificación fue realizada según el análisis de la 




4.2.2. Genes con mayor transcripción en MEL-DS19 respecto a 
MEL-R.  
Genes de citoesqueleto de actina 
Los resultados obtenidos mediante ARN-seq permitieron determinar la 
expresión diferencial de 596 genes entre la línea parental MEL-DS19 y la línea 





decidimos centrar nuestra atención en genes que muestran mayor expresión en 
MEL-DS19 respecto a MEL-R, según se muestra en el mapa de calor de la Figura 15. 
Un ejemplo concreto es la expresión de Sfpi1/PU.1 que codifica el factor de 
transcripción PU.1. En base a estudios previos en nuestro y otros laboratorios se 
sabe que la expresión de PU.1 es elevada en MEL-DS19, pero se encuentra 
silenciada en MEL-R (Fernandez-Nestosa et al. 2008; Fernandez-Nestosa et al. 
2013). La expresión diferencial de PU.1 observada en este estudio permitió validar 





Figura 15. Expresión diferencial de genes con 
mayor transcripción en la línea parental 
respecto a la resistente.  El mapa de calor 
muestra un notable porcentaje de genes que 
desempeñan funciones relacionadas con el 
citoesqueleto de actina (marcados con 
asteriscos rojos). Uno de los genes con una 
elevada expresión en MEL-DS19 respecto a  
MEL-R es PU.1/Sfpi1 (asterisco verde) utilizado 
como control de la eficiencia del ARN-seq.  La 
intensidad de los colores rojo y verde indica 
mayor o menor nivel de expresión génica 
respectivamente. 
 
Entre los genes que presentaron una mayor diferencia en la expresión de 





correspondía a genes implicados en rutas relacionadas con la localización, 
polimerización y estructura del citoesqueleto de actina.  
 
Con el objeto de validar los resultados obtenidos a nivel de secuenciación 
masiva se llevó a cabo un análisis individual utilizando PCR a tiempo real. Para ello 
se tomó en cuenta cada una de las secuencias correspondientes a genes específicos 
que cumplieran las siguientes condiciones: específico de tejido hematopoyético, 
relacionado con citosqueleto de actina, expresión diferencial significativa. Así, se 
cuantificaron los niveles de transcripción relativa de los genes Was, Plek, Arhgef10l, 
Rac2, Dock2, Btk y Nckap1l (Figura 16). Los patrones de expresión observados en 
todos los casos validan los datos obtenidos previamente en el ARN-seq, 
confirmando la ausencia o reducción de la expresión de estos genes en MEL-R 
respecto a MEL-DS19. Asimismo, se incluyeron en el análisis muestras de células 
diferenciadas con 5 mM de HMBA o 2% de DMSO recogidas a las 96 horas en 
presencia de los inductores. Los datos obtenidos indicaron que hay un 
comportamiento diferencial de expresión, siendo posible discernir entre dos tipos: 
un primer grupo que incluye Plek, Arhgef10l y Nckap1l cuya actividad es similar a 
MEL-DS19, aumentando su transcripción respecto a las resistentes y un segundo 
grupo que comprende Was, Rac2, Dock2 y Btk que manifiestan una situación 
inversa, donde las células diferenciadas presentan valores similares a  MEL-R. Estos 
resultados podrían indicar que estos genes participan en rutas celulares diferentes 







Figura 16. Análisis de la expresión relativa de genes relacionados con el citoesqueleto de actina 
mediante PCR a tiempo real. La expresión relativa de genes cuya función está relacionada con el 
citoesqueleto de actina que mostraron una mayor expresión diferencial en la línea parental respecto a la 
resistente en el ARN-seq se estudiaron mediante una PCR a tiempo real. En el estudio se incluyeron los 
datos correspondientes a células diferenciadas con HMBA o DMSO recogidas a las 96 horas. La presencia 
(+) o ausencia (-) de los agentes inductores se indica en cada muestra. Las barras representan las 
desviaciones estándar de cada triplicado. 
 
4.2.3. Expresión  y organización de la actina en células 
eritroleucémicas 
El citoesqueleto de actina está integrado por una gran cantidad de 
reguladores y nucleadores cuyas interacciones forman una complicada red de 
proteínas (Lodish 2005). Los resultados descritos en el apartado anterior indicaron 
que la expresión de muchos de los genes que conforman esta red se encuentra muy 
reducida en las células resistentes. Con el objeto de detectar defectos o carencias 
en la ruta de la polimerización de actina en células MEL-R debido al silenciamiento 
de genes relacionados con su regulación y/o polimerización llevamos a cabo un 
análisis utilizando técnicas inmunohistoquímicas (Figura 17). La presencia de actina 
en MEL-DS19 y MEL-R, detectada con un anticuerpo anti-actina, se observó en 
forma de anillo localizado en el citoplasma, rodeando los núcleos teñidos con DAPI. 
Se observó una notable reducción en la intensidad de la señal en las células 
resistentes lo cual indica que la organización de la actina está seriamente 





Con el objeto de determinar si el decaimiento en la intensidad de la señal de 
actina se corresponde con los niveles de la proteína se llevó a cabo una 
cuantificación mediante un Western blot. Los resultados obtenidos revelaron 
valores de actina equivalentes en MEL-DS19 y MEL-R (Figura 17B). Esto llevó a 
especular que las diferencias observadas entre ambas líneas celulares están 
relacionadas con la polimerización más que con el contenido total de actina en el 
citoesqueleto. 
Con el fin de comprobar esta hipótesis se analizó la actina globular o            
G-actina, forma libre representada por monómeros, y actina filamentosa o F-actina, 
representada por polímeros o microfilamentos, mediante su detección en un 
Western blot. Los resultados obtenidos mostraron valores similares de ambas 
conformaciones tanto en MEL-DS19 como en MEL-R (Figura 17C). Para validar la 
eficiencia de la técnica se realizaron experimentos controles mediante tratamientos 
con citocalasina D, metabolito capaz de unirse a los filamentos de actina impidiendo 
su polimerización y elongación (Cooper 1987), y con jasplacolinoda que actúa 
induciendo la polimerización de actina (Bubb et al. 1994) (Figura 17C). En estos 
casos se vio que tal y como se esperaba, la citocalasina D favorece la acumulación 
de G-actina en detrimento de la forma filamentosa, mientras que la jasplacolinoda 









Figura 17. Organización y polimerización de la actina en MEL-DS19 y MEL-R. A) Detección de          
-actina en MEL-DS19 y MEL-R mediante inmunofluorescencia. En rojo se muestra la señal 
correspondiente a la actina mientras que los núcleos teñidos con DAPI dan lugar a la coloración azul. 
Las fotografías fueron captadas en un microscopio confocal con un objetivo de inmersión 100x y 
zoom. Barra de escala = 10 m. B) Cuantificación de actina mediante Western blot en la línea 
parental MEL-DS19 y en la resistente MEL-R. En el análisis se incluyeron extractos proteicos de 
fibroblastos 3T3 como control. El control de carga se realizó mediante la inmunodetección de -
tubulina. C) Estudio de la polimerización de actina en MEL-DS19 y MEL-R a partir de la detección de 
actina monomérica (G-actina) y filamentosa (F-actina) en un Western blot. En la línea parental y en la 
resistente se llevaron a cabo tratamientos con citocalasina D y jasplacolinoda cuya función es 
impedir o inducir la polimerización de actina, respectivamente.  
 
4.2.4. Genes con mayor transcripción en MEL-R respecto a MEL-
DS19.  
Genes de histonas 
El análisis de los 110 genes con mayor expresión en MEL-R respecto a MEL-
DS19 determinó que el 16% correspondían a genes que codifican histonas. La 
posible implicación de estas proteínas en el bloqueo del proceso de diferenciación 
celular nos condujo a realizar un estudio más exahustivo de los mismos.  
En la Figura 18A se representa un mapa de calor ampliado, específico de los 





MEL-R. Se puede observar en detalle la variación de expresión entre ambas líneas 
celulares, representada en función de la intensidad del color, siendo el rojo el de 
mayor nivel de transcripción. En todos los casos la expresión es más elevada en 
MEL-R respecto a la línea parental. De los 18 genes de histonas, tres pertenecen a 
histonas variantes: H3f3b, H2afx y H1f0 cuya expresión diferencial es menor que la 
observada en las de replicación.  El 60% de las histonas de replicación pertenecen e 
la familia H2B. 
Para validar los resultados del ARN-seq  se llevó a cabo un análisis 
cuantitativo  mediante  la utilización de PCRs a tiempo real (Figura 18B). Los datos 
obtenidos corroboraron las observaciones realizadas a nivel de secuenciación 
masiva. En resumen, todos los genes codificantes de histonas analizados aumentan 
su expresión génica relativa en MEL-R respecto a MEL-DS19 en un rango que va 
desde más de 10 veces como en el caso de la histona Hist1h2bk a 2 veces como en 
la histona Hist1h2bj. El estudio se extendió también a células diferenciadas con 
HMBA recogidas a las 96 horas de tratamiento. En estos casos el patrón de 
expresión relativa es similar al observado en MEL-R (Figura 18C). Durante el 
programa de diferenciación las células incrementan los niveles de histonas, proceso 
relacionado con un aumento de heterocromatina, dato que coincide con los niveles 







Figura 18. Aumento de  la expresión génica de histonas en células resistentes. A) Mapa de calor de 
la expresión de genes de histonas variantes (H2afx, H1f0 y H3f3b) e histonas de replicación cuya 
transcripción es más acusada en MEL-R respecto a la línea parental MEL-DS19.  La intensidad de los 
colores rojo y verde indica mayor o menor nivel de transcripción respectivamente. B) Validación 
mediante PCR a tiempo real de los resultados obtenidos en A). Los valores relativos de la línea 
parental se representan en color azul oscuro y los correspondientes a las células resistentes se 
muestran en azul claro. C) El mismo estudio realizado en B) se llevó a cabo en células cuya 
diferenciación ha sido inducida durante 96 horas con 5 mM de HMBA (representadas en color rojo). 
Las barras en B) y C) muestran las desviaciones estándar de cada triplicado. 
 
4.2.5. Silenciamiento génico mediado por la metilación de los 
promotores en células resistentes 
En estudios previos realizados en nuestro laboratorio se ha demostrado que 
el silenciamiento de PU.1/Sfpi1 en MEL-R es causado por la metilación de las islas 
CpG de su promotor (Fernandez-Nestosa et al. 2013). Con el fin de investigar si el 
silenciamiento o disminución de la expresión génica observado en las células 
resistentes es causado por procesos similares se analizó mediante conversión con 
bisulfito y posterior secuenciación el estado de metilación de los promotores de 





CpG corriente arriba del lugar de inicio de la transcripción de Btk y Was (Figura 19A 
y B) y cinco de Plek (Figura 19C). Los datos obtenidos mostraron que los sitios CpG 
1, 2, 6 y 7 de Btk, del 1 al 7 de Was  y del 1 al 5 de Plek de las células resistentes 
están mayoritariamente hipermetilados mientras que en MEL-DS19, indiferenciadas 
o diferenciadas, los sitios CpG de los promotores permanecen hipometilados. En el 
caso de Btk no se pudo determinar la metilación de los sitios 3, 4 y 5 debido a que 
se localizan en una región rica en T-C cuyo enriquecimiento en timinas aumenta al 
realizar el tratamiento con bisulfito dando lugar a una zona de difícil secuenciación. 
Estos resultados sugieren que el silenciamiento génico de Was, Plek y Btk en MEL-R 
se produce, al menos en parte, debido a la metilación de sus promotores. 
 
 
Figura 19. Hipermetilación de las islas 
CpG en los promotores de Btk, Was y Plek 
en MEL-R. Mapa genómico de A) Btk, B) 
Was y C) Plek donde se encuentran 
representados los exones (rectángulos 
azules) y el 5’ y 3’ UTR (rectángulos rojos) 
de cada gen. En la secuencia del promotor 
analizada se destacan las islas CpG (CG) en 
rojo. Se estudió el patrón de metilación de 
los promotores en células cultivadas con 
(96h) o sin (0h) HMBA y en células 
resistentes cuyos resultados se 
representan en un diagrama. Los círculos 
negros y blancos muestran islas CpG 
metiladas o no metiladas 
respectivamente. Los círculos amarillos 
indican islas CpG cuyo estado de 







Según los resultados anteriores se puede deducir que el grado de metilación 
de los promotores contribuye potencialmente a la regulación de la expresión 
génica. Esto lleva a indagar si las enzimas responsables de la metilación y 
demetilación, modulan asimismo su expresión. Se examinaron con este propósito 
los patrones de expresión de enzimas que catalizan la metilación (Dnmt1, Dnmt3a y 
Dnmt3b) y la demetilación (Tet1, Tet2 y Tet3) del ADN en células MEL-DS19 y MEL-
R. Las PCRs a tiempo real revelaron que la metilasa Dnmt1, cuya función es 
mantener la metilación del ADN, presentó niveles más elevados en MEL-R respecto 
a MEL-DS19 y a células diferenciadas.  Las metilasas  “de novo” Dnmt3a y Dnmt3b 
por el contrario no mostraron diferencias. Lo mismo se observó a nivel de las 
demetilasas Tet1 y Tet2 en donde no se apreciaron disparidades a nivel de 
expresión (Figura 20). En el caso de Tet3, sin embargo,  se detectó una reducción 
significativa en las células resistentes. 
 
 
Figura 20. Aumento de la expresión génica relativa de Dnmt1 y Tet3 en células resistentes. Se llevó 
a cabo el análisis de la expresión génica relativa mediante PCR a tiempo real de las metilasas, tanto 
de aquellas cuya función es mantener la metilación del ADN (Dnmt1), como de las que realizan una 
metilación “de novo” (Dnmt3a y Dnmt3b). Asimismo, se estudió la transcripción de las enzimas 
demetilasas Tet1, Tet2 y Tet3. Los niveles de expresión génica se determinaron en células MEL-DS19 
con (+) o sin (-) tratar con HMBA 5 mM y en MEL-R. Las barras muestran las desviaciones estándar de 
cada triplicado. 
 
En conjunto estos resultados sugieren que el silenciamiento génico 





actuarían de forma sinérgica, aumentando la metilación debido a la actividad de la 
Dnmt1 y reduciendo la demetilación catalizada por Tet3, probablemente causando 
el silenciamiento de genes como Was, Plek y Btk. 
Según se representa en la Figura 19 la secuenciación con bisulfito permitió 
determinar que el silenciamiento génico descrito en la línea resistente está 
asociado, al menos en parte,  a la metilación de las islas CpG de los promotores en 
cada caso. Los datos obtenidos mediante el análisis de  ARN-seq y validados con 
PCRs a tiempo real revelaron que hay una disminución en la transcripción de los 
genes de histonas en la línea progenitora (Figura 18). Con el fin de determinar si 
esta disminución está mediada por la metilación de los promotores, tal como ocurre 
en el caso de Was, Btk y Plek, se analizaron las islas CpG localizadas corriente arriba 
de los genes Hist1h2bg, Hist1h2bk e Hist1h2bp en MEL-DS19 tratadas (96h) o sin 
tratar (0h) con HMBA y en MEL-R (Figura 21). Los resultados mostraron que las islas 
CpG de los segmentos de los promotores de los genes de histonas permanecen 







Figura 21. Hipometilación de las islas 
CpG de los promotores de genes de 
histonas. Se realizó el estudio del 
estado de metilación de los 
promotores de tres genes de 
histonas A) Hist1h2bg, B) Hist1h2bk y 
C) Hist1h2bp. En  el mapa genómico 
se muestran los exones 
representados con rectángulos azules 
y los 5’ y 3’ UTR en rojo. Las islas CpG 
(CG) analizadas se resaltan en rojo. 
Se estudió el patrón de metilación de 
los promotores en células cultivadas 
con (96h) o sin (0h) HMBA y en 
células resistentes cuyos resultados 
se describen en un diagrama. Los 
círculos blancos muestran islas CpGs 
no metiladas y los amarillos indican 




4.3. Estudio de proteínas implicadas en el citoesqueleto de actina: 
Was, Plek y Btk 
Los resultados obtenidos del análisis de la secuenciación masiva o ARN-seq 
han dejado en evidencia la influencia de un grupo de genes sobre un potencial 
bloqueo de la diferenciación y consecuentemente de la adquisición de un fenotipo 
resistente. El silenciamiento o disminución de la expresión de genes cuyas funciones 
están relacionadas con el citoesqueleto de actina, podría controlar los cambios en la 
organización de actina en MEL-R inhibiendo la respuesta a los agentes inductores de 
la diferenciación. Was, Plek y Btk son tres genes pertenecientes a este grupo que 
presentan una expresión diferencial muy elevada entre MEL-DS19 y MEL-R (Figuras 
15 y 16), transcriben de forma específica en el linaje hematopoyético y sus 
mutaciones producen diversas enfermedades en humanos. Teniendo en cuenta 
todos estos datos hipotetizamos que estas proteínas podrían ser esenciales en la 





Se analizó la cantidad de proteína total de Plek, Was y Btk mediante un 
Western blot en células MEL-DS19 tratadas (120h) o sin tratar (0h) con HMBA y en 
MEL-R (Figura 22). Los resultados mostraron un patrón similar para las tres 
proteínas cuyos niveles se reducen en las células diferenciadas (120h) y es 
imperceptible en las células resistentes, al igual que en el control negativo de 
fibroblastos 3T3. Estos datos confirmaron los obtenidos mediante técnicas de 
análisis de la expresión génica (ARN-seq y PCR a tiempo real) (Figuras  15 y 16). 
 
 
Figura 22. Ausencia de las proteínas Plek, Was y Btk en MEL-R. Cuantificación de la proteína A) Plek, 
B) Was y C) Btk en células MEL-DS19 tratadas (120h) o no (0h) con HMBA 5 mM y células resistentes 
mediante Western blot. Cantidades similares de proteína de cada muestra se analizaron en una 
inmunodetección empleando tubulina como control de carga. Se utilizaron extractos proteicos de 
fibroblastos 3T3 como control negativo. 
 
El análisis de la proteína Btk se completó con un estudio 
inmunohistoquímico (Figura 23). Los resultados de la inmunofluorescencia 
mostraron la localización de la proteína en el citoplasma de células MEL-DS19. No 
se detecta sin embargo en MEL-R, donde tan sólo se aprecian los núcleos teñidos 
con DAPI. Estos resultados confirmaron la ausencia de Btk en las células resistentes, 










Figura 23. Inmunolocalización de Btk en MEL-DS19 y MEL-R. Detección de la proteína Btk en      
MEL-DS19 y MEL-R mediante una inmunofluorescencia. Los núcleos celulares se tiñeron con DAPI 
(azul) mientras que el anti-Btk se conjugó con el anticuerpo secundario Alexa 488 (verde). Las 
imágenes fueron captadas con un microscopio confocal empleando un objetivo de inmersión 68x. 
Barra de escala = 10 m. 
 
En conjunto, estos resultados demostraron que las células resistentes MEL-R 
no expresan Was, Btk y Plek, proteínas implicadas en el citoesqueleto de actina.  
 
El citoesqueleto participa en la mayoría de funciones esenciales de la célula, 
incluida la división celular, la morfología, migración, tráfico intracelular y 
señalización (Mattila et al. 2016). La estructura y regulación del citoesqueleto en 
células mieloides es esencial para el correcto desarrollo de sus funciones que 
requieren respuestas rápidas y dinámicas (Liu et al. 2013a; Fine et al. 2016). En el 
caso de la diferenciación eritroide la importancia del citoesqueleto de actina 
adquiere aún mayor relevancia, siendo necesario para la enucleación y citoquinesis 
(Ji et al. 2008; Rivella 2014). Con el objeto de profundizar en el estudio de la función 
de algunas proteínas implicadas en el citoesqueleto de actina de células 
eritroleucémicas y averiguar posibles interacciones entre ellas se generaron 
transfectantes estables en MEL-R que expresan Was, Btk o Plek. Por el contrario, en 








Caracterización de Was en células eritroleucémicas 
4.3.1. Expresión de Was en la línea celular MEL-R  
Was se expresa de forma específica en células hematopoyéticas actuando 
como el principal factor de nucleación de actina y regulador la polimerización del 
citoesqueleto a través del complejo Arp2/3 (Campellone and Welch 2010; Dovas 
and Cox 2010; Rodnick-Smith et al. 2016). Nuestros resultados han demostrado que 
Was está inactivada en la línea resistente MEL-R, silenciamiento génico que se ha 
puesto de manifiesto mediante ARN-seq y PCR a tiempo real (Figura 15 y 16). Aún 
cuando la red de factores que intervienen en la polimerización de actina son 
numerosos y probablemente redundantes, se podría especular con la idea de que el 
silenciamiento de Was interfiere con la reprogramación de la diferenciación. Es 
posible por lo tanto, pensar que la sobreexpresión de Was lograría revertir el 
fenotipo resistente estimulando probablemente la ruta de polimerización de actina. 
Con el fin de analizar el efecto que produce la expresión ectópica de Was en células 
resistentes, se transfectaron cultivos de MEL-R con un vector que codifica el ADNc 
de Was (pcDNA 3.1-+DYK Was), de aquí en adelante denominado MEL-R/Was (+), 
cuyo mapa se detalla en la Figura 24A. Se establecieron transfectantes estables 
mediante diluciones seriadas y se comprobaron los niveles de proteína de los clones 
seleccionados mediante Western blot (Figura 24B).  
Con el objeto de detectar cambios en los transfectantes se analizó la cinética 
de crecimiento de los clones 9, 10 y 11 a partir de cultivos en crecimiento 
exponencial recogiendo alícuotas a intervalos de 24 horas (Figura 24C). Los 
resultados indicaron que los clones MEL-R/Was (+) manifiestan un tiempo de 







Figura 24. Expresión ectópica de Was en células resistentes. A) Mapa del vector pcDNA3.1-Was 
empleado en la transfección de MEL-R. B) Cuantificación de Was mediante Western blot en los 
transfectantes MEL-R/Was (+) (9, 10, 11, 13 y 15). En el estudio se incluyeron dos controles 
negativos: MEL-R sin transfectar (MEL-R) y MEL-R transfectado con el vector vacio (C). Se utilizó la -
tubulina como control de carga. C) Cinética de crecimiento de los clones seleccionados en B) que 
muestran mayor expresión de Was. Las barras indican la desviación estándar de cada triplicado. 
 
Una de las características fenotípicas MEL-R es su aumento de tamaño 
celular respecto a la línea parental, tal y como se ha demostrado en apartados 
anteriores (Figura 11). Varios estudios afirman que los cambios estructurales del 
citoesqueleto de actina están acompañados de variaciones en el volumen celular. 
Los cambios en la F-actina  afectan al funcionamiento de los transportadores de 
membrana implicados en la homeostasis del tamaño de la célula (Henson 1999; 
Pedersen et al. 2001). Con el fin de comprobar si la expresión ectópica de Was 
induce cambios de tamaño en MEL-R se llevó a cabo un análisis mediante citometría 
de flujo. Los datos obtenidos indicaron que los clones MEL-R/Was (+) siguen la 
misma pauta que MEL-R lo cual señala que la sobreexpresión de Was no induce 







Figura 25. Tamaño celular de 
transfectantes MEL-R que 
expresan Was ectópicamente. El 
tamaño celular de los clones 9, 10 
y 11 de MEL-R que sobreexpresan 
Was se determinó mediante 
citometría de flujo. Los controles 
empleados en el estudio se 
encuentran representados en rojo 
(MEL-R sin transfectar y el control 
transfectado con el vector vacío).  
 
4.3.2. La expresión de Was induce la reorganización del 
citoesqueleto de  actina en MEL-R 
Con el objeto de analizar la organización, localización y polimerización del 
citoesqueleto de actina en MEL-R/Was (+) se llevó a cabo un análisis de la proteína 
mediante técnicas inmunohistoquímicas. Se analizó la distribución de la actina en el 
citoplasma de los clones 9, 10 y 11 que en todos los casos se manifiesta en forma de 
anillo alrededor del núcleo (Figura 26A). Se pudo observar asimismo que la 
intensidad de la señal es mayor en MEL-R/Was (+) en relación a MEL-R, 
especialmente en el transfectante 10, alcanzando valores cercanos a los observados 
en MEL-DS19. Con el objeto de determinar si la señal observada se correspondía 
con la cantidad de actina total se llevó a cabo un Western blot (Figura 26B). En 
todos los casos los niveles de proteína fueron similares, lo cual indicó que la 
expresión ectópica de Was en células resistentes incide mayoritariamente en la 





Paralelamente, se analizó el estado de polimerización del citoesqueleto de 
actina de los transfectantes MEL-R/Was (+), MEL-DS19 y MEL-R cuantificando los 
niveles de la forma globular (G) y filamentosa (F) de la actina. Se observó un 
aumento muy pronunciado de la actina filamentosa (F) en los clones MEL-R/Was (+) 
9, 10 y 11 respecto a las células MEL-R y MEL-DS19, mientras que la forma globular 
permanece constante en todas las situaciones (Figura 26C). La mayor presencia de 
la forma filamentosa apunta a que la polimerización del citoesqueleto de actina se 
encuentra favorecida en presencia de Was. En conjunto, los resultados indican que 
la expresión ectópica de Was en las células resistentes induce cambios en la 
organización de actina y permite especular con una posible relación entre la 
ausencia de Was en MEL-R y la desorganización del citoesqueleto observada en esta 








Figura 26. Organización y polimerización de la actina en transfectantes MEL-R que expresan Was 
de forma ectópica. A) Inmunodetección de la-actina en MEL-R/Was (+), clones 9, 10 y 11. En el 
estudio se incluyó el análisis de la actina en la línea parental (MEL-DS19) y en la resistente (MEL-R). 
En rojo se observa la señal correspondiente a la actina y en azul los núcleos teñidos con DAPI. Las 
imágenes fueron captadas en un microscopio confocal con un objetivo de inmersión 100x y zoom. Se 
seleccionó una célula de cada muestra de la segunda fila (recuadro blanco) cuya imagen fue 
ampliada en la tercera fila. Barra de escala = 10 m. B) Cuantificación de la proteína actina mediante 
Western blot en los clones MEL-R/Was (+), MEL-DS19 y MEL-R como controles de la técnica. El 
control de carga se realizó mediante la inmunodetección de -tubulina. C) Estudio de la 
polimerización de actina a partir de la detección de actina monomérica (G-actina) y filamentosa      
(F-actina) en un Western blot. 
 
4.3.3. Deleción de Was en células MEL-DS19 basado en el sistema 
CRISPR/Cas9 
La expresión ectópica de Was en células MEL-R descritos en el apartado 
anterior permitieron concluír que la sobreexpresión de Was modifica y en parte 
revierte algunas características del fenotipo resistente. De forma análoga, se 





progenitoras MEL-DS19. Con tal propósito se llevó a cabo la deleción bialélica de 
una región del genoma de 9,5 kpb que comprende el gen completo de Was 
localizado en el cromosoma X:7658591-7667617 de ratón (desde el segmento -497 
a +9.006) basándonos en el sistema CRISPR/Cas9 (Figura 27). Se transfectaron 
células MEL-DS19 con los vectores pX330-Was 1 y pX330-Was 2 que contienen la 
secuencia ARNsg 1 y 2, respectivamente. Se co-transfectó con un tercer vector 
conteniendo la secuencia codificante de la proteína GFP que permitió separar 




Figura 27. Esquema de la región delecionada del gen Was en MEL-DS19. Mapa genómico del gen 
Was. Los exones se representan con rectángulos azules y las regiones  5’ y 3’ UTR con rectángulos 
rojos. En morado se destacan las secuencias del genoma que reconoce la endonucleasa Cas9. Las 
líneas discontínuas rojas indican las regiones (ARNsg 1 y ARNsg 2) donde la endonucleasa Cas9 
provoca su  escisión.  
 
Se analizaron 222 clones de los cuales se seleccionaron los clones 1 y 73 
conteniendo deleciones bialélicas según los resultados de la amplificación por PCR 
con parejas de oligonucleótidos de deleción (D) y no deleción (ND) (Figura 28A). 
Para corroborar la deleción de Was se llevó a cabo un análisis cuantitativo de la 
proteína mediante Western blot confirmando la expresión en el control MEL-DS19, 
y la ausencia en el transfectante, de aquí en adelante MEL/Was-/- (Figura 28B).  
Se realizó una última verificación empleando una amplificación por PCR con 
una pareja de oligonucleótidos que anillan en la región correspondiente al exón 9 
del ARNm de Was. Los productos de PCR indicaron la ausencia de transcripción en 






Figura 28. Selección de clones con deleción bialélica de Was en la línea parental MEL-DS19.            
A) Análisis de los productos de PCR realizadas con las parejas de oligonucleótidos de no deleción 
(ND) y de deleción (D) en los transfectantes 1 y 73 de MEL-DS19. B) Estudio de la traducción de Was 
a partir de extractos proteicos de los clones MEL/Was
-/-
 1 y 73. Se incluyeron muestras de MEL-DS19 
y MEL-R como control positivo y negativo, respectivamente. La -tubulina se empleó como control 
de carga. C) Productos de PCR de MEL/Was
-/-
 1 y 73 y del control MEL-DS19. La amplificación de los 
fragmentos se llevó a cabo con una pareja de oligonucleótidos que se anillan en una región 
específica del exón 9 del ARNm de Was. La PCR con los oligonucleótidos correspondientes a GAPDH 
se utilizó como control. 
 
Con el fin de caracterizar fenotípicamente los clones conteniendo la deleción 
de Was, se analizaron algunos parámetros básicos como la duración del ciclo 
celular, el tamaño celular y la capacidad de diferenciación. Se analizaron alícuotas 
de cultivos en crecimiento exponencial, recogidas durante cuatro días a intervalos 
de 24 horas. Se comprobó  que la deleción de Was induce un retraso en la cinética 
de crecimiento de los clones 1 y 73, alcanzando valores próximos a las 18 horas 
(Figura 29A). Estos resultados determinan que la ausencia de Was en células 
eritroleucémicas disminuye parcialmente la capacidad proliferativa. 
Otro de los parámetros analizados fue el potencial de los clones para 
reiniciar el programa de diferenciación celular en ausencia de Was. Se trataron 
cultivos de MEL/Was-/- con 5 mM HMBA y se analizó el porcentaje de células 
diferenciadas. Los resultados demostraron que a los 4 días de tratamiento el 





MEL-DS19, aunque se percibe un pequeño aumento, aproximadamente el 30%, de 
células indiferenciadas en el clon 73 (Figura 29B). Estos datos indicaron que la 
ausencia de Was no interfiere significativamente en el bloqueo de la diferenciación 
de células eritroleucémicas. 
El análisis del tamaño celular de MEL/Was-/- permitió llegar a conclusiones 
similares (Figura 29C). Se analizaron muestras por citometría de flujo observándose 
un volumen celular similar tanto en los transfectantes como en los progenitores. 
Estos resultados indicaron que la deleción de Was en MEL-DS19 no afecta al tamaño 
celular. 
Todos estos resultados indicaron que la ausencia de Was en MEL DS19, si 
bien provocan un leve retraso en el ciclo celular, no inciden significativamente en 
otros parámetros característicos del fenotipo resistente. 
 
 




            
A) Curva de crecimiento celular  de MEL/Was
-/-
 1 y 73. Se contabilizaron muestras por triplicado cada 
24 horas durante 4 días. B) Efecto de la deleción de Was sobre la diferenciación celular en células 
tratadas con 5mM HMBA durante 96h. Se contabilizó el porcentaje de células benzidina positivas 
(B+), representadas en azul oscuro. Las barras en A) y B) muestran las desviaciones estándar de cada 
muestra por triplicado. C) Determinación del tamaño celular MEL/Was
-/-
 1 y 73 y MEL-DS19 mediante 






4.3.4. Efecto de la inhibición de Was sobre el citoesqueleto de actina 
en células MEL-DS19 
Was participa en una de las principales rutas de polimerización de actina 
mediante la unión al complejo Arp2/3 en células hematopoyéticas. Para comprobar 
si la ausencia de Was obstaculiza o neutraliza la expresión de actina se analizaron 
los clones 1 y 73 de MEL/Was-/-, MEL-DS19 y MEL-R mediante inmunofluorescencia 
(Figura 30A). Los resultados revelaron que la distribución de la actina es semejante 
en todas las muestras aunque la intensidad de la señal disminuye en los 
transfectantes MEL/Was-/- 1 (-) y 73 (-). Paralelamente, se comprobó si el fenotipo 
observado revertía al expresar de nuevo la proteína Was mediante transfecciones 
transitorias con el vector de expresión pcDNA 3.1-Was, cuyo mapa se detalló en la 
Figura 24. Las muestras se recogieron a las 48 horas después de la transfección 
observándose la recuperación de la señal de actina en MEL/Was-/- 1 (+) y 73 (+) 
respecto a los clones originales, alcanzando niveles próximos a los de MEL-DS19, 
especialmente en el clon MEL/Was-/- 1 (+). Estos resultados indicaron que la 
deleción de Was en células eritroleucémicas induce la remodelación del 
citoesqueleto de actina cuyo fenotipo revierte cuando se expresa de nuevo la 
proteína Wiskott-Aldrich syndrome. A pesar de las fluctuaciones que se observan a 
nivel de inmunofluorescencia la cantidad total de actina no está afectada (Figura 
30B).  
Para comprobar el estado de los filamentos de actina se analizó la cantidad 
de actina globular (G-actina) y filamentosa (F-actina) de los transfectantes (Figura 
30C). Se observó una reducción drástica de los niveles de  F-actina en las muestras 
que carecen de Was (clones 1 y 73) al mismo tiempo que una acumulación de la 
forma globular (G). Estos datos confirmaron las diferencias detectadas en la 
inmunolocalización de la actina donde se intuye la desorganización y reducción de 







Figura 30. La ausencia de Was en MEL-DS19 provoca defectos en la polimerización y organización 
del citoesqueleto de actina. A) Se determinó la organización de la actina mediante una 
inmunolocalización de la proteína en los transfectantes 1 y 73 de MEL/Was
-/-
 a los que se les ha 
inducido (+) o no (-) la expresión ectópica de Was. Los núcleos se tiñeron de azul con DAPI mientras 
que la señal correspondiente a la -actina aparece en rojo. Las imágenes se tomaron en un 
microscopio confocal con un objetivo 100x y zoom. En la segunda fila se seleccionó una célula de 
cada muestra (recuadro blanco) cuya imagen se encuentra ampliada en la tercera fila. Barra de 
escala = 10 m. B) Expresión de actina analizadas mediante un Western blot C) Detección de G- y F-
actina en un Western blot en los clones MEL/Was
-/-
 1 y 73.  
 
En conjunto, estos resultados demuestran que la ausencia de Was en MEL-
DS19 provoca cambios en la organización y polimerización del citoesqueleto de 










4.3.5. Función de Was como regulador de la transcripción 
Varios estudios han demostrado que Was ejerce funciones adicionales a las 
atribuidas como regulador y nucleador del citoesqueleto de actina, actuando 
además como modulador transcripcional (Taylor et al. 2010; Looi et al. 2014). Se ha 
visto que Btk está implicado en la regulación de Was mediante la interacción con los 
dominios SH3 de la proteína (Cory et al. 2002). Con el objeto de comprobar si Was 
regula la expresión de Btk en células eritroleucémicas se llevaron a cabo 
experimentos en los transfectantes que sobreexpresan Was en las líneas resistentes 
y en células MEL DS19 en donde se ha delecionado el gen. En la Figura 31A se 
muestran los niveles de Btk en MEL DS19, en los clones en donde se ha delecionado 
el gen y en las células resistentes. Los resultados indicaron que Btk se expresa en los 
dos primeros casos pero está silenciado en las células MEL-R. Cuando se analizaron 
los niveles de Btk en MEL/Was-/-, y en los mismos transfectantes después de 
expresar ectópicamente Was, MEL/Was-/- (+), se observó que los niveles de Btk no 
sufrían variaciones. Sin embargo, cuando se sobreexpresó Was en las células 
resistentes, MEL-R/Was (+), se detectó la presencia de Btk en contraposición a la 
línea original MEL-R, especialmente en los transfectantes 10 y 11, demostrando que 
la expresión ectópica de Was produce el desbloqueo del silenciamiento génico de 
Btk (Figura 31B).  
Con el fin de corroborar los datos obtenidos en el Western blot se realizó 
una  inmunodetección empleando un anticuerpo anti-Btk. En los transfectantes 
MEL/Was-/- 1 y 73 y en MEL-R/Was (+) 9, 10 y 11 se observó la presencia de Btk en 
el citoplasma de manera análoga a MEL-DS19. . Por el contrario, no se detectó señal 
alguna en las células resistentes (Figura 31C). Estos resultados confirman las 
observaciones anteriores e indican que Was ejerce un papel como regulador de la 







Figura 31. Análisis de la expresión de Btk en clones de deleción o de sobreexpresión de Was.  
A) Expresión de  Btk en el clon 1 de MEL/Was
-/-
 mediante amplificación por PCR. GAPDH fue utilizado 
como control. B) Western blot de Btk en los clones MEL/Was
-/-
 a los que posteriormente se les ha 
inducido (+) o no (-) la expresión ectópica de Was. Se incluyen los resultados correspondientes a los 
transfectantes MEL-R/Was (+) clones 9, 10 y 11. Se utilizó una muestra de MEL-DS19 y de MEL-R 
como controles positivo y negativo, respectivamente. La membrana fue incubada con -tubulina 
como control de carga. C) Inmunolocalización de Btk (verde) en MEL-R/Was (+) clones 9, 10 y 11 y 
MEL/Was
-/-
 clones 1 y 73. Los núcleos se tiñeron con DAPI dando lugar a la coloración azul. En los 
paneles de la tercera fila se seleccionó una célula (recuadro blanco) cuya imagen se encuentra 
ampliada en los paneles de la cuarta fila. Las fotografías fueron captadas en un microscopio confocal 





Caracterización de Btk en células eritroleucémicas 
4.3.6. Expresión de Btk en células MEL-R  
La proteína Btk es una tirosina quinasa perteneciente a la familia Tec que se 
expresa tanto en el linaje linfoide como en el mieloide cuya función está 
relacionada con el desarrollo, diferenciación y señalización celular (Mohamed et al. 
2009). Los resultados del ARN-seq demostraron que Btk se expresa en las células 





objeto de investigar si el silenciamiento de Btk interfiere en el bloqueo de la 
diferenciación que soportan las líneas resistentes se llevaron a cabo experimentos 
de sobreexpresión con transfectantes estables. Utilizando el vector pCMV6-Btk 
(Figura 32A), se aislaron transfectantes estables y se seleccionaron clones 
específicos en función de los niveles de proteína detectados. Los clones MEL-R/Btk 
(+) 1, 2 y 3 son tres de los ejemplos con niveles de tirosina quinasa de Bruton 
significativos (Figura 32B).  
Se llevaron a cabo comparaciones de ciertos parámetros, como la cinética de 
crecimiento o el tamaño celular, entre los clones y las células MEL-R originales. En el 
primer caso, se utilizaron cultivos independientes creciendo en fase exponencial y 
se recogieron alícuotas cada 24 horas. Se observó una proliferación celular similar 
entre el control y los clones 1  y 2 mientras que el 3 parece tener un ligero retraso 
en el tiempo de duplicación respecto al resto de muestras (Figura 32C). 
 
 
Figura 32. Expresión ectópica de Btk en células resistentes. A) Mapa del vector pCMV6 Btk 
empleado en la transfección de MEL-R que contiene la secuencia codificadora de Btk. En el esquema 
se detallan los elementos más importantes del vector. B) Análisis de la expresión ectópica de Btk en 
los clones de MEL-R (MEL-R/Btk (+)) mediante Western blot. En el estudio se incluyeron dos 
controles negativos: MEL-R sin transfectar (MEL-R) y MEL-R transfectado con el vector vacio (C). La 
inmunodetección de tubulina se utilizó como control de carga. C) Cinética de crecimiento de los 






Asimismo, se comprobó que el tamaño celular de los transfectantes MEL-
R/Btk (+) no difiere del observado en la línea original MEL-R o el control. Los 
resultados obtenidos mediante citometría de flujo revelaron que los clones 1, 2 y 3 
de MEL-R/Btk (+) se caracterizan por presentar un volumen similar al de MEL-R 




Figura 33. Tamaño celular de 
transfectantes estables de MEL-R que 
expresan Btk de forma ectópica. Análisis 
del tamaño celular mediante citometría 
de flujo en los clones MEL-R/Btk (+), 
representados en azul, en MEL-R y en 
control (MEL-R transfectado con el vector 
vacío)  mostrados en color rojo. 
 
4.3.7. La expresión ectópica de Btk en MEL-R induce cambios en el 
citoesqueleto de actina  
Estudios realizados en células B y plaquetas han demostrado que la 
activación de Btk induce la reorganización del citoesqueleto de actina 
(Mukhopadhyay et al. 2001; Liu et al. 2013a) motivo por el cual decidimos estudiar 
su efecto en células eritroleucémicas. La detección de actina con un anticuerpo anti-
actina reveló que mientras que la localización es semejante en todos los casos, la 





Btk de forma ectópica, alcanzando niveles similares a los observados en células 
MEL-DS19 (Figura 34A). Estas diferencias sin embargo, no eran debidas a cambios 
en los niveles de actina total, según se comprobó mediante Western blot (Figura 
34B).  
Para analizar los posibles efectos de Btk sobre la polimerización de actina se 
realizaron experimentos separando por sedimentación y posterior análisis en 
Western blot de la forma globular (G) y filamentosa (F) de la proteína. Los 
resultados indicaron que los clones MEL-R/Btk (+) contienen cantidades de F-actina 
ligeramente inferiores a las observadas en MEL-R, especialmente en el caso de los 
clones 1 y 2 (Figura 34C). Estos datos sugieren que, al igual que ocurría con Was, Btk 








Figura 34. Organización y polimerización de la actina en clones de MEL-R que expresan Btk 
ectópicamente. A) Inmunodetección de la-actina en MEL-R/Btk (+), clones 1, 2 y 3, MEL-R y MEL-
DS19. La señal correspondiente a la actina se observa en rojo y los núcleos se muestran en azul 
teñidos con DAPI. Las imágenes fueron captadas mediante un microscopio confocal con un objetivo 
de inmersión 100x y zoom. En los paneles de la segunda fila se seleccionó una célula de cada 
muestra cuya imagen se encuentra ampliada en los paneles de la tercera fila. Barra de escala = 10 
m. B) Cuantificación de la actina mediante Western blots en los clones MEL-R/Btk (+), MEL-DS19 y 
MEL-R. El control (C) corresponde a MEL-R transfectado con el vector vacío. El control de carga se 
realizó mediante la inmunodetección de -tubulina. C) Estudio de la polimerización de actina a partir 
de la observación de actina monomérica (G-actina) y filamentosa (F-actina) en una inmunodetección. 
 
4.3.8. Deleción de Btk en células MEL-DS19 basado en el sistema 
CRISPR/Cas9 
Con el fin de estudiar la función de la tirosina quinasa de Bruton (Btk) en 
células MEL-DS19 y analizar los posibles efectos que tendría su silenciamiento se 





deleción de 5,8 Kpb de una región del genoma que incluye los tres primeros exones 
del gen Btk localizado en el cromosoma X:131076879-131117679 de ratón (desde el 
segmento -300 a +5.549) empleando la técnica CRISPR/Cas9 (Figura 35). Se 
transfectaron células MEL-DS19 con los vectores pX330-Btk 1 y pX330-Btk 2 que 
contienen la secuencia ARNsg 1 y 2, respectivamente. 
 
 
Figura 35. Esquema de la región delecionada del gen Btk en MEL-DS19. Mapa genómico del gen Btk 
en el que se indujo una deleción de 5,8 Kpb. Los exones se representan con rectángulos azules y el 5’ 
y 3’ UTR con rectángulos rojos. En morado se destacan las secuencias del genoma que reconoce la 
endonucleasa. Las líneas discontínuas rojas indican las regiones (ARNsg 1 y ARNsg 2) donde la 
endonucleasa Cas9 provoca su  escisión. 
 
Se co-transfectó además con un vector capaz de expresar la proteína GFP 
que permitió separar clones por cell sorting (ver Materiales y Métodos). De un total 
de 150 clones analizados se aisló el clon 41 cuya deleción bialélica se comprobó 
amplificando por PCR con la pareja de oligonucleótidos de deleción (D) y no 
deleción (ND) (Figura 36A). Un análisis por Western blot confirmó la ausencia de Btk 
en MEL/Btk -/- (Figura 36B).  
Con frecuencia se producen inserciones y/o deleciones durante el proceso 
de reparación por recombinación no homóloga en la región del genoma donde se 
produce la escisión mediante el sistema CRISPR/Cas9 (Bauer et al. 2015). Durante la 








Figura 36. Selección del transfectante 41 de MEL-DS19 con deleción bialélica en Btk. A) Análisis de 
la amplificación por PCR de fragmentos del gen de Btk llevados a cabo con las parejas de 
oligonucleótidos de no deleción (ND) y de deleción (D) en MEL/Btk
-/-
 visualizado en un gel de 
agarosa. B) Cuantificación de la proteína Btk mediante Western blot. En el estudio se incluyeron 
extractos proteicos de MEL/Btk
-/-
, MEL-DS19 y MEL-R. El control de carga se realizó mediante la 
inmunodetección de -tubulina. C) Secuenciación de la región del genoma delecionada tras la 
escisión de la nucleasa Cas9. En la parte superior se indica la secuencia genómica original de Btk. Los 
puntos suspensivos negros hacen referencia a la continuación de la secuencia del ADNg que no está 
representada en el esquema. Las líneas verticales discontínuas de color naranja señalan la región 
donde la nucleasa Cas9 produce el corte. 
 
Se llevaron a cabo estudios de varios parámetros celulares, incluyendo 
cinética de crecimiento, tamaño y diferenciación celular, con el fin de determinar 
diferencias fenotípicas inducidas por la deleción de Btk. En ningún caso se 
observaron diferencias significativas a excepción de un pequeño aumento del 
porcentaje de células indiferenciadas, alcanzando valores de aproximadamente 









Figura 37. Cinética de crecimiento, diferenciación y tamaño celular en MEL/Btk
-/-
. A) Curva de 
crecimiento del transfectante MEL/Btk
-/- 
41. Se realizaron recuentos de los cultivos cada 24h durante 
4 días. B) Se analizó la diferenciación celular induciendo la reentrada en el proceso mediante el 
tratamiento de los cultivos con 5 mM HMBA durante 96 horas. Se determinó el porcentaje de células 
diferenciadas (B+) a través de un test de benzidina. Las barras en A) y B) muestran las desviaciones 
estándar de cada triplicado. C) Estudio del tamaño celular mediante citometría de flujo en el clon 
MEL/Btk
-/-
 41 y la línea parental (MEL-DS19).  
 
4.3.9. Efecto de la deleción de Btk en células MEL-DS19 sobre el 
citoesqueleto de actina  
Con el fin de determinar los posibles efectos de la ausencia de Btk sobre la 
organización del citoesqueleto de actina se llevó a cabo un análisis de 
inmunofluorescencia (Figura 38A). Se determinó que la intensidad de la señal de 
actina en el transfectante delecionado es menor que en la línea parental aunque la 
distribución es similar, al igual que la cantidad de actina total (Figura 38B).  
Para comprobar si la ausencia de Btk en MEL-DS19 afectaba a la 
polimerización se determinó la cantidad de actina globular (G) y filamentosa (F) en  
MEL/Btk-/- y en los controles MEL-DS19 y MEL-R. Se observó que la ausencia de Btk 
provoca una reducción de la forma filamentosa en favor de la G-actina (Figura 38C). 
Estos resultados se acoplan a los obtenidos con inmunofluorescencia donde se 





estos resultados sugieren que la tirosina quinasa de Bruton (Btk), del mismo modo 
que Was, interviene en el proceso de polimerización y organización del 
citoesqueleto de actina en la línea celular MEL-DS19.  
 
 
Figura 38. La deleción de Btk en MEL-DS19 produce cambios en la polimerización de actina. A) La 
localización y organización de la actina en MEL/Btk
-/-
 se determinó a partir de una 
inmunofluorescencia. Los núcleos se tiñeron de azul con DAPI y la señal correspondiente a la -
actina se muestra en rojo. Las imágenes fueron captadas empleando un microscopio confocal con un 
objetivo 100x y zoom. Barra de escala = 10 m. B) Cuantificación de la actina total mediante Western 
blot empleando -tubulina como control de carga. C) Análisis de la forma globular (G) y filamentosa 




4.3.10. Análisis de la expresión de PU.1 y Was en ausencia de Btk 
En apartados anteriores (4.3.5. Función de Was como regulador de la 
transcripción) se observó que Was ejerce una influencia positiva sobre la expresión 
génica de Btk. Se conoce además que Btk puede interaccionar y fosforilar a diversos 





factor de transcripción PU.1 por su parte, se une corriente arriba del promotor de 
Btk activando así su expresión génica (Himmelmann et al. 1996; Christie et al. 2015). 
Con el objeto de averiguar si Btk está implicado en la modulación de Was y PU.1 se 
llevó a cabo un análisis de la expresión del transfectante MEL/Btk-/- 41 (Figura 39). 
Se observó que la expresión de PU.1 no se modifica aún en ausencia de Btk (Figura 
39A). De la misma manera se comprobó que el nivel de Was en MEL/Btk-/- es similar 
a la línea parental MEL-DS19. En los clones MEL-R/Btk (+) 1, 2 y 3 no se detecta 
expresión de Was, al igual que en MEL-R (Figura 39B). Estos resultados contrastan 
con los obtenidos en los transfectantes de Was en donde se demostró que Was 
actúa corriente arriba de Btk, influyendo en su transcripción. En este caso, los 




Figura 39. Análisis de la expresión de PU.1 y Was en transfectantes de Btk. A) Se determinó 
mediante PCR el nivel de transcripción de PU.1 en el clon 41 de MEL/Btk
-/-
, MEL-DS19 y MEL-R. La 
amplificación de GAPDH fue utilizada como control. B) Análisis mediante Western blot de la 
traducción de la proteína Was en MEL/Btk
-/-
 y en los  transfectantes de sobreexpresión MEL-R/Btk 




Caracterización de la pleckstrina en células eritroleucémicas 
4.3.11. Expresión de Plek en la línea celular MEL-R 
La pleckstrina es una proteína descrita exclusivamente en leucocitos y 
plaquetas. Nuestros resultados han demostrado que Plek se expresa asimismo en 
células del linaje eritropoyético, aunque se encuentra silenciada en la línea 
resistente MEL-R (Figuras 15 y 16). Con el objeto de determinar si este 
silenciamiento interfiere en el bloqueo de la diferenciación se transfectaron células 
MEL-R con el vector pCMV-Plek que contiene la región codificante de pleckstrina 
(Figura 40A).  Se aislaron transfectantes estables mediante diluciones seriadas y se 





Figura 40B se representan los transfectantes MEL-R/Plek (+) 4 y 5 seleccionados por 
los altos niveles de pleckstrina. 
Como en los casos anteriores respecto a Was y Btk, se analizaron ciertos 
parámetros, incluyendo cinética de crecimiento y tamaño celular. Se observó que el 
tiempo de duplicación de los clones MEL-R/Plek (+) 4 y 5 se prolonga 
moderadamente con respecto a MEL-R (Figura 40C) mientras que el tamaño celular 
no presenta diferencias significativas (Figura 41). 
 
 
Figura 40. Expresión ectópica de Plek en células resistentes. A) Mapa del vector pCMV6-Plek 
empleado en la transfección de MEL-R. B) Cuantificación de la pleckstrina en MEL-DS19, MEL-R y los 
transfectantes MEL-R/Plek (+) 4 y 5. El control C corresponde MEL-R transfectado con el vector vacío. 
El control de carga se llevó a cabo con la detección de -tubulina. C) Cinética de crecimiento de los 









Figura 41. La expresión ectópica de Plek no induce 
cambios en el tamaño celular de MEL-R. Se 
determinó el tamaño celular de transfectantes de 
MEL-R/Plek (+) clones 4 y 5, MEL-R y control (MEL-
R transfectado con el vector vacío) mediante 
citometría de flujo. 
 
4.3.12. La expresión ectópica de Plek no induce una  remodelación 
de la actina en MEL-R 
Al igual que en el caso de Was y Btk se ha demostrado que la activación de 
pleckstrina interviene en la reorganización del citoesqueleto de actina (Ma et al. 
1997; Ma and Abrams 1999) motivo por el cual decidimos estudiar su efecto en 
células eritroleucémicas. La localización de actina en los clones MEL-R/Plek (+) 4 y 5 
fue similar en distribución e intensidad en comparación con lo observado en MEL-R 
(Figura 42A). Los niveles de actina totales por otro lado, son equivalentes en todos 
los casos (Figura 42B). Estos datos sugieren que la expresión ectópica de pleckstrina 
en MEL-R no induce una remodelación del citoesqueleto de actina en las células 
resistentes, a diferencia de lo que ocurría con la sobreexpresión de Was y Btk. 
Cuando se analizaron los niveles de G- y F-actina se observó que los 
transfectantes MEL-R/Plek (+) presentaban un descenso de la actina filamentosa 
favoreciendo la conformación monomérica respecto a los controles MEL-DS19 y 
MEL-R (Figura 42C). Estos datos contrastan con los obtenidos en el caso de Was y 







Figura 42. La expresión ectópica de Plek en MEL-R no induce cambios en la organización y 
polimerización de actina. A) Inmunodetección de la actina en MEL-R, MEL-DS19 y los transfectantes 
MEL-R/ Plek (+), clones 4 y 5. En rojo se muestra la señal correspondiente a la actina mientras que los 
núcleos teñidos con DAPI dan lugar a la coloración azul. Las fotografías fueron captadas en un 
microscopio confocal con el objetivo de inmersión 100x y zoom. Se seleccionó una célula en los 
paneles de la segunda fila (recuadros blancos) cuya imagen se encuentra ampliada en los paneles de 
la tercera fila. Barras de escala = 10 m. B) Cuantificación de la actina total mediante Western blot. 
Se realizó un control de carga incubando la membrana con anti-tubulina. C) Estudio de la 
polimerización de actina en MEL-DS19 y MEL-R a partir de la detección de actina monomérica (G-








4.3.13. Deleción de Plek en células MEL-DS19 basado en el sistema  
CRISPR/Cas9 
Con el fin de analizar la función de pleckstrina y los posibles efectos que 
provocaría su silenciamiento en MEL-DS19 se delecionaron 14 Kpb del genoma de 
ratón correspondiente a los tres primeros exones del gen Plek localizado en el 
cromosoma 11:16871208-16908721 (desde el segmento -40 a +14.045)  (Figura 43). 
Se transfectaron células MEL-DS19 con los vectores pX330-Plek 1 y pX330-Plek 2 
conteniendo las secuencias ARNsg 1 y 2, respectivamente. Se co-transfectó con un 
tercer vector que expresa la proteína GFP para separar clones por cell sorting (ver 
Materiales y Métodos).  
 
 
Figura 43. Esquema de la región delecionada del gen Plek en MEL-DS19. Mapa genómico de Plek 
donde se delecionó 14 Kpb. Los exones se representan con rectángulos azules y el 5’ y 3’ UTR con 
rectángulos rojos. En morado se destacan las secuencias del genoma que reconoce la endonucleasa. 
Las líneas discontínuas rojas indican las regiones (ARNsg 1 y ARNsg 2) donde la endonucleasa Cas9 
provoca su  escisión.  
 
Se analizaron 280 clones de los cuales se seleccionó el clon 77 cuya deleción 
bialélica se comprobó mediante amplificación por PCR con las parejas de 
oligonucleótidos de deleción (D) y no deleción (ND) (Figura 44A). Se corroboró la 
deleción bialélica cuantificando la proteína mediante Western blot confirmando la 







Figura 44. Selección del clon 77 con la deleción de Plek en células MEL-DS19. A) Análisis del 
producto de PCR realizado con las parejas de oligonucleótidos de no deleción (ND) y de deleción (D) 
en el transfectante 77 de MEL-DS19. B) Estudio de la traducción de Plek a partir de extractos 
proteicos de los clones MEL/Plek
-/-
 77. Se incluyeron muestras de MEL-DS19 y MEL-R como control 
positivo y negativo, respectivamente. La -tubulina se empleó como control de carga. 
 
 
Con el fin de caracterizar fenotípicamente el clon MEL/Plek-/- se realizó un 
estudio de la duración del ciclo, del tamaño y de la diferenciación celular. Se 
comprobó que el transfectante MEL/Plek-/- presentaba un ligero retraso en la 
cinética de crecimiento respecto a la línea parental hasta llegar a la saturación del 
cultivo a las 96 horas (Figura 45A). El estudio de la diferenciación celular (Figura 






Figura 45. Cinética de crecimiento, diferenciación y tamaño celular en MEL/Plek
-/-
. A) Curva de 
crecimiento celular  de MEL/Plek
-/-
. Se contabilizaron muestras por triplicado cada 24 horas durante 
4 días. B) Efecto de la deleción de Plek sobre la diferenciación celular en células tratadas con 5mM 
HMBA durante 4 días. Se contabilizó el porcentaje de células benzidina positivas (B+), representadas 
en azul oscuro. Las barras en A) y B) muestran las desviaciones estándar de cada muestra por 
triplicado. C) Determinación del tamaño celular MEL/Plek
-/-




4.3.14. La ausencia de Plek en MEL-DS19 induce cambios en la 
polimerización de actina 
Con el objeto de determinar si la ausencia de Plek interfiere con la 
organización de actina se analizaron por inmunofluorescencia muestras de 
MEL/Plek-/-, MEL-DS19 y MEL-R (Figura 46A). Se observó que la intensidad de la 
señal de actina en el transfectante es superior al de la línea parental. La cantidad de 
actina total por su parte es similar en todas las muestras (Figura 46B). Se determinó 
además la presencia de las formas globular (G) y filamentosa (F).de la actina 
observándose un aumento de la forma filamentosa en el transfectante, datos que 







Figura 46. Análisis del citoesqueleto de actina en MEL/Plek
-/-
. A) Inmunodetección de la-actina en 
MEL/Plek
-/-
 y en la línea parental (MEL-DS19). En rojo se observa la señal correspondiente a la actina 
y en azul los núcleos teñidos con DAPI. Las imágenes fueron captadas en un microscopio confocal 
con un objetivo de inmersión 100x y zoom. Barra de escala = 10 m. B) Cuantificación de la proteína 
actina mediante Western blot en MEL/Plek
-/-
, MEL-DS19 y MEL-R. El control de carga se realizó 
mediante la inmunodetección de -tubulina. C) Estudio de la polimerización de actina a partir de la 





4.3.15. Función de la pleckstrina como regulador transcripcional 
Con el objeto de determinar si la pleckstrina podría participar en la 
regulación de la transcripción de otros genes cuyas funciones están relacionadas 
con el citoesqueleto de actina o con el proceso de diferenciación celular se llevó a 
cabo un análisis de la expresión de Was, PU.1 y Btk en MEL/Plek-/- (Figura 47). Se 
observó que la ausencia de pleckstrina no modifica los niveles de expresión 





Paralelamente, se cuantificó la cantidad de Was de los clones MEL-R/Plek (+) 
4 y 5  y el clon MEL/Plek-/- 77. Se comprobó que el nivel de proteína en MEL/Plek-/- 
es similar a la línea parental MEL-DS19. Mientras que en los clones MEL-R/Plek (+) 4 
y 5 no se expresa Was, al igual que en MEL-R. De la misma manera se analizaron los 
niveles proteicos de Btk. Los resultados obtenidos mostraron que los transfectantes 
que expresan ectópicamente Plek, MEL-R/Plek (+), presentan un patrón de 
traducción similar a MEL-R, siendo el clon 5 el más eficiente. Asimismo el 
transfectante MEL/Plek-/- presenta niveles de Btk inferiores a MEL-DS19 (Figura 
47B). Estos datos indicaron que la pleckstrina ejerce un papel en la modulación de la 
expresión génica de Btk, pero no de Was. 
 
Figura 47. Análisis de la expresión de Was, PU.1 y Btk en los transfectantes de Plek. A) Análisis de la 
expresión génica de PU.1, Btk y Was mediante PCR en MEL-DS19, MEL-R y MEL/Plek
-/-
. GAPDH se 
empleó como control. B) Cuantificación de Was mediante Western blot en clones de sobreexpresión 
MEL-R/Plek (+) y de deleción MEL/Plek
-/-
. C) Inmunodetección de la proteína Btk en los clones MEL-
R/Plek (+) y MEL/Plek
-/-
. En el análisis se incluyeron las líneas parentales correspondientes, MEL-DS19 
















5.1. MEL-R como modelo para estudios de resistencia a inductores 
de diferenciación 
Las células tumorales tienen la capacidad de adquirir con frecuencia 
mecanismos de resistencia a distintas quimioterapias. Esto se debe en parte, a 
mutaciones y/o cambios epigenéticos a nivel del genoma, lo cual representa un 
grave obstáculo para los tratamientos contra el cáncer (Rebucci and Michiels 2013). 
El estudio de los mecanismos moleculares y celulares causantes de esta resistencia 
es por lo tanto, uno de los intereses esenciales en la investigación clínica y básica. 
Dentro de este campo, los modelos que utilizan células tumorales en cultivo han 
demostrado ser altamente eficaces aportando avances importantes en el 
conocimiento de este proceso (Mitra et al. 2013). 
En la presente tesis doctoral se utilizó una línea celular resistente a la 
diferenciación, derivada de células Friend eritroleucémicas, establecida 
previamente en nuestro laboratorio (Fernandez-Nestosa et al. 2008). Ambas líneas 
celulares (MEL-DS19 y MEL-R) permanecen bloqueadas en la progresión hacia el 
linaje eritroide que, en condiciones normales, debería culminar en la formación de 
eritrocitos. Las células MEL-DS19 son capaces de retomar el programa de 
diferenciación estimuladas por diversos agentes químicos. Las células resistentes 
MEL-R, por el contrario, han perdido la capacidad de reaccionar a estos compuestos 
y proliferan indefinidamente en presencia de HMBA o DMSO, entre otros. Es así que 
mientras que las células MEL-DS19 constituyen un sistema idóneo para estudiar 
diferentes aspectos de la diferenciación celular y del bloqueo del proceso, las líneas 
MEL-R componen un modelo adecuado para investigar las causas que provocan la 
resistencia hacia distintos agentes químicos. 
El fenotipo de las células resistentes MEL-R difiere en algunos aspectos de la 
línea progenitora. Las células resistentes presentan una distribución de las fases del 
ciclo celular similar a lo observado en cultivos de MEL-DS19 sin diferenciar 
(Kiyokawa et al. 1993; Vanegas et al. 2003). Sin embargo, las MEL-R generan células 
tetraploides, independientemente de la presencia de HMBA en el medio de cultivo, 
debido probablemente a la duplicación del ADN sin una posterior división celular. 





epiteliales de ratón deficientes en p53, demostraron que la tetraploidía aumenta la 
frecuencia de alteraciones cromosómicas y promueve el inicio de un tumor 
(Fujiwara et al. 2005). De igual manera, en líneas celulares de linfomas humanos 
Illidge y colaboradores determinaron que estas células entran en varias rondas de 
endoreduplicación generando poliploidía (Illidge et al. 2000). En ambos casos, se 
especula con que este fenotipo favorece el desarrollo de un mecanismo de escape 
al daño genotóxico facilitando cambios en el metabolismo celular (Weaver and 
Cleveland 2006; Chen et al. 2012; Coward and Harding 2014). El incremento de la 
ploidía podría de esta forma acelerar la resistencia de las células tumorales a los 
tratamientos habituales de quimioterapia o radioterapia (Coward and Harding 
2014). 
El aumento de tamaño celular en MEL-R unido a la tetraploidía observada 
podría estar en línea con el anterior argumento justificando el establecimiento de la 
resistencia frente, en este caso, al HMBA o DMSO. 
 
5.2. La resistencia de las células eritroleucémicas va acompañada de 
un silenciamiento génico 
La reprogramación de células eritroleucémicas tumorales hacia la 
diferenciación eritropoyética, que mimetiza la diferenciación terminal eritroide, 
lleva involucrada una serie de cambios entre los que destacan la supresión de 
programas de expresión, la activación de genes linaje-específicos y la remodelación 
de la cromatina (Gan et al. 2010; Yu et al. 2013). Según los datos del ARN-seq 
analizados en este trabajo, un gran número de genes (596) transcriben 
diferencialmente en ambas líneas celulares, si bien con un sesgo en favor de las 
células parentales de un 81%. La actividad transcripcional de la línea MEL DS19 por 
lo tanto, supera significativamente a la observada en la línea resistente, o lo que es 
lo mismo, hay un silenciamiento génico drástico que culmina en el fenotipo de MEL-
R. Un fenómeno similar se observa durante la diferenciación terminal espontánea o 
inducida por HMBA (Marks et al. 1994; Vanegas et al. 2003).  
Este silenciamiento génico se produce en paralelo a un proceso progresivo 





de la HP1 en MEL-R y en MEL-DS19 diferenciadas. La condensación gradual de la 
cromatina en la fase final de la diferenciación eritropoyética induce un 
silenciamiento génico que es esencial para un correcto acceso al programa de 
diferenciación celular y en especial para el proceso de enucleación (Wong et al. 
2011). Los datos aportados en este trabajo, especialmente en relación con la 
heterocromatinización, sugieren que las células MEL-R conforman un estadío 
intermedio entre las células indiferenciadas y las que están en proceso de 
diferenciación. Si el silenciamiento génico ocurre de forma concomitante a la 
condensación de la cromatina, sería interesante comparar en el futuro la actividad 
transcripcional de las MEL-R con las MEL-DS19 en estado diferenciado. 
Los cambios de metilación del ADN son también fundamentales en el 
programa de diferenciación eritropoyética observándose una demetilación global 
dependiente de la replicación del ADN, proceso que se encuentra acompañado de 
una disminución de las enzimas metilasas de novo, Dnmt3a y Dnmt3b  (Shearstone 
et al. 2011). Nuestros resultados demuestran que parte del silenciamiento génico 
observado en MEL-R se debe a la metilación de las islas CpGs de los promotores de 
los genes Was, Btk y Plek, situación similar a la observada previamente en el factor 
de transcripción PU.1 (Fernandez-Nestosa et al. 2013). La inducción de la 
diferenciación con HMBA no modifica el estatus de metilación de Was, Btk y Plek en 
las células MEL-DS19, observándose siempre una hipometilación de estos genes 
asociado a un estado transcripcionalmente activo. Estos resultados ayudan a 
engrosar los datos que sostienen la importancia de la red de factores que 
sustancian el citosqueleto de actina en los procesos de diferenciación, en este caso, 
con una especial mención al linaje eritropoyético. El incremento de la ADN metilasa 
Dnmt1 y la disminución de la demetilasa Tet3 en las líneas resistentes armonizan 
perfectamente con los resultados anteriores. 
Es interesante señalar por otra parte, que durante la diferenciación de 
osteoclastos se observó la interacción entre el factor de transcripción PU.1 y la 
demetilasa Tet2, escenario que favorecía la demetilación del ADN. PU.1 también se 
une a la metiltransferasa Dnmt3b induciendo la metilación (de la Rica et al. 2013). 





actuar como un adaptador dual de la hipo- e hipermetilación. Una hipótesis 
plausible derivada de nuestros resultados es la posible relación entre la ausencia de 
PU.1 en MEL-R y los niveles de metilación observados. Durante la eritropoyesis, de 
manera análoga a la situación descrita en la osteoclastogénesis, PU.1 podría ejercer 
un papel dual mediante su unión a la metilasa Dnmt1 y demetilasa Tet3. La carencia 
de la proteína PU.1 en la línea celular MEL-R favorecería una desregulación génica a 
través de la activación/represión epigenética inducida por Dnmt1 y Tet3. Esta 
hipótesis sin embargo, no sería aplicable de forma universal, tal como se deduce de 
los resultados respecto a los genes que codifican histonas. Los datos indican que en 
todos los casos, MEL-R y MEL-DS19 sin tratar o diferenciadas, las islas CpG de los 
respectivos promotores de las histonas están demetiladas lo cual sugiere que la 
regulación génica en estos casos está mediada por otros mecanismos, 
independientes de la metilación. 
 
5.3. Histonas en MEL-R ¿sobreexpresión o redundancia? 
La línea celular MEL-R representa una incógnita desde el punto de vista del 
proceso de diferenciación. Por un lado, las células manifiestan un fenotipo similar al 
de las líneas parentales no diferenciadas: expresan altos niveles de genes 
implicados en proliferación y ciclo celular como c-myc, c-myb, p21; permanecen 
silenciados genes que antagonizan con los primeros y bloquean diferenciación como 
mad1 o p27; expresan factores de transcripción específicos del linaje eritroide, 
GATA1 y EKLF,  pero está silenciado PU.1, factor antagonista de GATA1 y 
responsable del fenotipo tumoral en MEL-DS19 (Fernandez-Nestosa et al. 2008). 
Otra de las diferencias notables, puesto de manifiesto a través del ARN-seq, es que 
de los 110 genes que presentan una mayor expresión en las células resistentes 
respecto a las progenitoras, destacan el grupo de las histonas, tanto de replicación 
como variantes, representando un 16% del total de estos 110 genes. Cabe 
preguntarse si acaso el aumento de la transcripción de histonas es un factor 
necesario para la remodelación y el correcto empaquetamiento de la cromatina, 





Las histonas son esenciales para la viabilidad celular y  un exceso de las 
mismas puede desencadenar procesos de inestabilidad genómica, aumento de la 
sensibilidad a agentes que dañan el ADN y de la citotoxicidad (Singh et al. 2010). Un 
estudio reciente llevado a cabo en ratones ha demostrado que en la fase terminal 
de diferenciación eritropoyética se forman aperturas en el núcleo celular que 
permiten la salida parcial de histonas hacia el citoplasma donde son degradadas por 
el proteosoma. La pérdida parcial del core de histonas y del linker hacia el 
citoplasma tiene lugar de forma selectiva y podría ser un mecanismo eficiente de 
eliminación de histonas cuando ya no son necesarias en el núcleo (Zhao et al. 2016). 
Los resultados obtenidos en células MEL-DS19 diferenciadas con HMBA, que 
representan un estado análogo a los reticulocitos, revelan que hay un aumento de 
los transcritos de histonas respecto a la línea parental. Este proceso ocurre de 
forma similar en las células resistentes. Durante la transición de las CFU-E a 
eritrocitos maduros en la eritropoyesis de pollo se produce un aumento gradual de 
la histona H5 de hasta cuatro veces, desplazando a las histonas H1 (Affolter et al. 
1987). Este mecanismo representa una situación comparable a la observada en las 
líneas celulares MEL-R y MEL-DS19 diferenciadas, donde aumenta la transcripción 
de histonas de replicación pertenecientes a todas las familias a excepción de la H4. 
En el presente estudio además, destacan las histonas variantes  H1f0, H2afx 
y H3f3b por su alto nivel de expresión en MEL-R y MEL-DS19 diferenciadas. Tanto a 
la histona H1f0 como a la H2afx se les atribuye una función represora asociada a la 
condensación de la cromatina (Doenecke et al. 1994; Kamakaka and Biggins 2005; 
Izzo et al. 2008; Bonisch and Hake 2012). El caso de la H3f3b es controvertido. Se ha 
descrito su asociación a zonas de cromatina activa marcando zonas eucromáticas 
(Goldberg et al. 2010; Talbert and Henikoff 2010; Lin et al. 2013), pero también se 
ha demostrado que la H3f3b se localiza en promotores de genes silenciados y en 
regiones heterocromáticas (Goldberg et al. 2010; Lin et al. 2013).  
En conjunto estos datos, unido al hecho de que hay un proceso de 
heterocromatinización en MEL-R y en las células diferenciadas, sugieren que las 





la línea parental, aunque por causas desconocidas se produce un bloqueo que 
interfiere con la diferenciación terminal en las células MEL-R. 
 
5.4. Citoesqueleto de actina, más que un soporte celular 
En el presente trabajo se han identificado genes con mayor expresión 
diferencial en MEL-DS19 respecto a MEL-R con dos características comunes 
importantes: son genes implicados en el desarrollo y organización del citoesqueleto 
de actina y se activan específicamente en el linaje hematopoyético. Las mutaciones 
producidas en algunos de estos genes como Was, Btk o Dock2, provocan el 
desarrollo de enfermedades hematológicas severas (Catucci et al. 2012; Hendriks et 
al. 2014; Dobbs et al. 2015). La pérdida de función de Was desencadena el 
desarrollo del síndrome de Wiskott-Aldrich, asociado a defectos en una gran 
cantidad de procesos celulares que producen inmunodeficiencias, trombocitopenia 
y alteraciones autoinmunes (Thrasher 2002). La activación constitutiva de Was, por 
otro lado, altera la polimerización de actina provocando defectos en el proceso 
mitótico  (Thrasher and Burns 2010). Asimismo, la inhibición de Btk afecta a las vías 
de señalización TLR2 y TLR4 de células mieloides (Horwood et al. 2006), a la función 
de la interleuquina 10 y STAT3 de células dendríticas (Kawakami et al. 2006), al 
desarrollo de neutrófilos (Fiedler et al. 2011) y a la agregación de las plaquetas 
(Quek et al. 1998).  
En los últimos años han surgido evidencias que relacionan el citoesqueleto 
de actina con la regulación de las vías de señalización (Mattila et al. 2016). Como se 
comentó anteriormente, uno de los problemas en el tratamiento contra el cáncer es 
la aparición de multi-resistencia a fármacos (MDR) que en varios casos se ha 
asociado con cambios en el citoesqueleto de actina (Desouza et al. 2012). Nuestros 
resultados muestran una deficiencia en la organización de actina en las células 
resistentes que induce a pensar en una posible implicación del citoesqueleto en el 
bloqueo de la diferenciación celular. Takeshita y colaboradores observaron en 
células de osteosarcoma con MDR la presencia de haces de filamentos de actina 
asociados a la organización del citoesqueleto lo cual sugería cierta implicación con 





humano constituyen otro ejemplo donde se produce la remodelación del 
citoesqueleto durante la adquisición de resistencia a la diferenciación. En estos 
casos, las células resistentes acumulan proteína YAP/TAZ acompañada de un 
aumento de la formación de filamentos (Kim et al. 2016). Estos estudios apoyan las 
observaciones realizadas en MEL-R sugiriendo que los cambios en la organización 
del citoesqueleto de la actina son esenciales en la adquisición de la resistencia a la 
diferenciación. 
 
La enucleación es un proceso peculiar e inherente a los eritroblastos de 
mamíferos. El citoesqueleto desempeña un papel fundamental en el mismo, que 
requiere la actuación coordinada de diversas rutas de señalización capaces de 
integrar el tráfico vesicular, microARNs específicos, interacciones célula-matriz o la 
polimerización de actina (Ji et al. 2011).  Un ejemplo de la complejidad de la red de 
proteínas que conforman el citoesqueleto de actina es la activación de Was a través 
de cdc42 y PIP2, por proteínas con dominios SH3, como Btk, Nck, Vasp, o por la 
fosforilación en la tirosina 291 (Blundell et al. 2009; Dovas and Cox 2010). Otro caso 
es la activación de Rac2 a través de Dock2 que desencadena la reorganización del 
citoesqueleto induciendo la formación de lamelipodios que fuerzan el movimiento y 
como consecuencia la migración de linfocitos (Fukui et al. 2001; Sanui et al. 2003). 
La Figura 48 intenta resumir las interacciones que se han descrito entre algunas de 
las proteínas relacionadas con el citoesqueleto de actina. El silenciamiento de 
algunos de estos genes, tal como se demuestra en este trabajo, promueven en las 










Figura 48. Esquema de las 
interacciones de proteínas cuyas 
funciones están relacionadas con el 
citoesqueleto de actina. Las esferas 
de mayor tamaño representan a las 
proteínas cuya estructura 3D es 
conocida o ha sido predicha; 
aquellas de las que no se tienen 
datos se muestran más pequeñas. 
Las interacciones entre proteínas 
conocidas se representan en azul 
(registrados en base de datos) o en 
rosa (demostrados 
experimentalmente). Las proteínas 
que se co-expresan están unidas por 
una línea negra; aquellas que 
aparecen en algún texto están 




5.5. Was y Btk como reguladores positivos del citoesqueleto de 
actina 
La deleción de Was en células MEL-DS19 induce la desorganización del 
citoesqueleto de actina y una drástica reducción de la actina filamentosa en favor 
de la forma globular libre (Figura 30). Este fenotipo es capaz de revertir cuando se 
induce de nuevo la expresión de Was. Como se ha descrito en numerosos trabajos, 
Was es el principal activador del complejo Arp2/3 en células hematopoyéticas, cuya 
función es la formación de nuevos filamentos de actina (Ochs and Thrasher 2006; 
Blundell et al. 2010). La disminución de los filamentos de actina en las células MEL-
DS19 en ausencia de Was sugirien que la principal vía de polimerización de actina 
está mediada por el complejo Arp2/3 activado por Was.  
La tensión y rigidez, y en definitiva la organización, del citoesqueleto afectan 
a la sensibilidad de las células tumorales a los tratamientos quimioterapéuticos 
(Nguyen et al. 2014; Sharma et al. 2014). Las células resistentes, al igual que las 
MEL-DS19, presentan cantidades similares de actina monomérica libre respecto a la 
forma filamentosa. Sin embargo, las MEL-R no expresan Was  lo que nos lleva a 
plantear dos hipótesis plausibles y no excluyentes para explicar posibles 
mecanismos de la polimerización de actina en ausencia de Was: pudiendo 





capaces de unirse al complejo Arp2/3. La familia WASP-WAVE es un modulador 
importante del complejo Arp2/3 (Tyler et al. 2016). En los últimos años se han 
descrito componentes adicionales de la que incluyen a WASH (Linardopoulou et al. 
2007), WHAMM (Campellone et al. 2008) y JMY (Zuchero et al. 2009).  
Las profilinas constituyen una vía de polimerización de actina independiente 
al complejo Arp2/3. Los datos obtenidos en el ARN-seq mostraron la profilina 2 
aumenta su expresión en las células resistentes respecto a la línea parental (FPKM 
de 29,56 y 9,8 en MEL-R y MEL-DS19, respectivamente). Las profilinas son proteínas 
de unión a la actina que promueven la polimerización. Se ha visto que la inhibición 
de la expresión de la profilina 2 en cerebros de ratón provoca el bloqueo de la 
formación de filamentos de actina (Pilo Boyl et al. 2007). Además, la desregulación 
de la profilina 2 se asocia con diversas enfermedades como la glomeruloesclerosis 
focal segmentaria (FSGS) donde se ha demostrado que existe un aumento de la 
interacción de la formina INF2 con la profilina 2 y la proteína que sella el extremo 
de la F-actina, CapZ -1 (Rollason et al. 2016). Otro ejemplo lo constituyen las 
células tumorales de pulmón donde la sobreexpresión de la profilina 2 provoca la 
interacción con la histona deacetilasa 1 (HDAC1) impidiendo su locación en el 
núcleo cuya función es activar epigenéticamente la transcripción de Smad2 y Smad3 
(Tang et al. 2015). En resumen, la correcta regulación de la profilina 2 es esencial 
para una polimerización de la actina adecuada. En línea con estos estudios, dicha 
proteína podría desempeñar un papel importante en la formación de filamentos de 
actina en las células MEL-R cuyo estudio con mayor detalle sería interesante 
abordar en futuros análisis. 
Por otro lado, se ha visto que Btk conecta las señales de los receptores de 
linfocitos B con la remodelación de la actina mediante el control de la actividad de 
Was a través de diferentes mecanismos (Sharma et al. 2009; Liu et al. 2013a). Btk se 
une a la región rica en prolinas de Was provocando la activación de la GTPasa cdc42 
mediante Vav que actúa como un factor intercambiador de nucleótido de guanina 
(GEF) y aumentando la síntesis de PIP2 que es un co-activador. La otra vía de 
actuación corresponde a su actividad tirosina quinasa, fosforilando el residuo de 





presente tesis determina que la expresión ectópica de Btk en células MEL-R induce 
la polimerización de actina aún en ausencia de Was, sugiriendo que Btk no sólo 
regula la activación de Was y como consecuencia la polimerización del 
citoesqueleto de actina, sino que también es capaz de actuar mediante la unión 
directa a los filamentos preexistentes o a través de otras proteínas con las que 
podría interactuar. Un estudio previo realizado por Qiu y Kung indica que Btk 
interacciona a través de su dominio PH con filamentos de actina promoviendo la 
formación de haces in vitro (Qiu and Kung 2000). Este dato apoyaría las 
observaciones realizadas en MEL-R cuando se expresa Btk. 
 
5.6. Plek como regulador negativo del citoesqueleto de actina  
Haslam y colaboradores describen la pleckstrina en el año 1979 como una 
proteína específica de leucocitos y plaquetas, pero ausente en eritrocitos (Haslam 
et al. 1979). Posteriormente, se confirma la presencia de pleckstrina en las células 
leucémicas HEL (Gailani et al. 1990). Los resultados obtenidos en la presente tesis 
doctoral demuestran que la pleckstrina es un gen muy activo no sólo en las células 
eritroleucémicas MEL-DS19 sino también en las células diferenciadas, corroborando 
la expresión de la proteína en el linaje eritropoyético.  
El dominio característico de la pleckstrina, PH (Pleckstrin Homology domain), 
está presente en numerosas proteínas del citoesqueleto, incluyendo Btk y la propia 
Plek (Lemmon et al. 2002). Se ha observado que la forma fosforilada de la proteína, 
y por tanto activa, provoca la disolución de filamentos de actina en líneas celulares 
transformadas y primarias (Ma and Abrams 1999). Se ha demostrado además, que 
tanto la pleckstrina como su paráloga pleckstrina2, intervienen en la formación de 
lamelipodios, vellosidades y ondulaciones en las membranas celulares a partir de la 
reorganización del citoesqueleto de actina (Ma et al. 1997; Hu et al. 1999; Zhao et 
al. 2014). El aumento de filamentos de actina en células MEL-DS19 en ausencia de 
pleckstrina fue en este sentido un resultado paradójico indicando una posible 
regulación negativa. Una de las posibilidades derivadas de estos resultados sería 
que Plek no interaccionara directamente con los filamentos de actina. En cambio, 





células MEL-R. Por lo tanto, la sola expresión de pleckstrina en células resistentes no 
sería suficiente para ejercer la función como regulador del citoesqueleto. Un posible 
candidato es la moesina  cuya interacción con pleckstrina se ha demostrado en 
plaquetas mediante inmunoprecipitación y GST pulldown (Baig et al. 2009). La 
moesina junto a otras proteínas (ezrina y radixina) forman la familia ERM que 
organizan los dominios de membrana y regulan las vías de traducción de señales 
mediante la interacción con el citoesqueleto (Fehon et al. 2010). Las ERM actúan 
sobre las GTPasas RhoA regulando el citoesqueleto de actina cortical en Drosophila 
melanogaster y cultivos celulares S2 (Speck et al. 2003; Carreno et al. 2008). 
Curiosamente, la expresión de moesina disminuye en MEL-R con respecto a MEL-
DS19 (FPKM de 44,32 y 145,09 en MEL-R y MEL-DS19, respectivamente), según 
datos del ARN-seq que no han sido comentados en los resultados.  
 
5.7. Was y Plek, reguladores de Btk 
En el presente trabajo se ha visto que  la expresión ectópica de Was en las 
células resistentes induce la expresión génica de Btk. Estudios anteriores realizados 
en la línea celular K562 han llegado a resultados similares observándose cambios en 
la expresión de varios grupos de genes cuando se sobreexpresa Was (Looi et al. 
2014). En linfocitos T (TH1), asimismo se ha observado que Was regula la expresión 
del gen TBX21 promoviendo la trimetilación de la lisina 4, 9 o 36 de la histona H3 
(H3K4, H3K9 o H3K36) (Taylor et al. 2010).  Estos datos demuestran la relevancia de 
Was como regulador de la expresión génica. Por otra parte, nuestros resultados han 
demostrado que la expresión de Plek en la línea celular MEL-R, también provoca el 
desbloqueo del silenciamiento génico de Btk. Este dato revela una nueva función de 
la pleckstrina como regulador transcripcional desconocida hasta el momento.  
En conjunto nuestros resultados demuestran que Was y Plek corriente arriba 
en la transcripción de Btk. Como se ha descrito en apartados anteriores Btk 
promueve la activación proteica de Was. Estos datos sugieren una posible 
regulación coordinada entre Was y Btk a través de un feedback que modularía los 







Los resultados obtenidos en la presente tesis doctoral ponen de manifiesto 
la relevancia del citoesqueleto de actina en las células eritropoyéticas cuya 
importancia es si cabe mayor,  ya que la correcta organización y polimerización de 
los filamentos es esencial en el proceso de enucleación en las etapas tardías de 
diferenciación celular.  
Por otra parte, se ha demostrado que el uso de líneas celulares resistentes 
son esenciales en el estudio de los procesos implicados en el bloqueo de la 
diferenciación celular. El avance en el conocimiento de los mecanismos celulares y 
moleculares permitiría el desarrollo de nuevas dianas terapéuticas más eficientes 




Figura 49. Esquema de la red de proteínas implicadas en la polimerización de actina en células 
eritroleucémicas. El rectángulo azul y amarillo representa la membrana celular y nuclear 
respectivamente. Cada círculo simboliza una proteína distinta y en el núcleo se muestra el gen de 
Btk. Las flechas verdes y la línea roja terminada en una barra indican la activación o represión de la 
proteína en cada caso, mientras que la flecha en curva constituye una autoactivación. Las líneas 

















1. Se ha demostrado que la tetraploidía es una característica de las líneas celulares 
resistentes MEL-R, independiente de la presión selectiva del  agente inductor de la 
diferenciación.  
2. Se ha constatado que las células resistentes MEL-R presentan un silenciamiento 
génico generalizado respecto a la línea eritroleucémica parental. 
3. Se ha comprobado que la reducción de la actividad transcripcional de las células 
resistentes es consecuencia de varios mecanismos entre los que se encuentran el 
incremento de la heterocromatina y la metilación de promotores favorecida por un 
aumento de la ADN metiltransferasa Dnmt1 y una disminución de la demetilasa 
Tet3. 
4. Se ha demostrado que un grupo de genes específicos del linaje hematopoyético 
implicados en la regulación y organización del citoesqueleto de actina entre los 
cuales destacan Was, Btk, Plek, Arhgef10l, Rac2, Dock2 y Nckap1l está silenciado en 
la línea resistente MEL-R. 
5. Se ha constatado que el 16% de los genes con mayor expresión en MEL-R  
respecto a la línea progenitora MEL DS19 corresponden al grupo que codifican 
histonas, tanto variantes como de replicación. 
6. Se han encontrado evidencias que permiten sugerir que la principal vía de 
polimerización de actina en las células MEL-DS19 es Was-Arp2/3. Was y Btk 
actuarían como moduladores positivos favoreciendo la formación de filamentos de 
actina, mientras que Plek funcionaría como un regulador negativo. 
7. Se ha comprobado que Was y Plek modulan la actividad génica de Btk, 
posiblemente mediante la interacción con otras proteínas reguladoras. 
8. En conjunto, estos resultados sugieren que la desregulación de los genes 
implicados en la regulación y polimerización del citoesqueleto de actina está 
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Differential gene expression analysis by RNA-seq reveals the
importance of actin cytoskeletal proteins in leukemia cells
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Development of drug resistance limits the effectiveness of anticancer treatments.
Understanding the molecular mechanisms triggering this event in tumor cells may lead to
improved therapeutic strategies. Here we used RNA-seq to compare the transcriptomes of
an erythroleukemia progenitor cell line (MEL-DS19) and a derived cell line with induced
resistance to differentiation (MEL-R). RNA-seq analysis identified a total of 596 genes that
were differentially expressed by more than two-fold, of which 486 genes were up-
regulated in MEL-DS19 cells and 110 up-regulated in MEL-R cells. These observations
revealed that the number of genes expressed in the parental cell line decreased as the
cells acquired the resistant phenotype. Clustering analysis of a group of genes showing the
highest differential expression allowed identification of a sub-group among genes up-
regulated in MEL cells. These genes are related with the organization of the actin
cytoskeleton network. Moreover, the majority of these genes are preferentially expressed
in the hematopoietic lineage and at least three of them, Was (Wiskott Aldrich syndrome),
Btk (Bruton tyrosine kinase) and Rac2, when mutated in humans, give rise to severe
hematopoietic deficiencies. Among the group of genes that were up-regulated in MEL-R
cells, a significant percentage (16%) corresponded to genes coding for histone proteins,
both canonical and variants. A potential implication of these results on the blockade of
differentiation in resistant cells is discussed.
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22 Abstract
23
24 Development of drug resistance limits the effectiveness of anticancer treatments. Understanding 
25 the molecular mechanisms triggering this event in tumor cells may lead to improved therapeutic 
26 strategies. Here we used RNA-seq to compare the transcriptomes of an erythroleukemia 
27 progenitor cell line (MEL-DS19) and a derived cell line with induced resistance to differentiation 
28 (MEL-R). RNA-seq analysis identified a total of 596 genes that were differentially expressed by 
29 more than two-fold, of which 486 genes were up-regulated in MEL-DS19 cells and 110 up-
30 regulated in MEL-R cells. These observations revealed that the number of genes expressed in the 
31 parental cell line decreased as the cells acquired the resistant phenotype. Clustering analysis of a 
32 group of genes showing the highest differential expression allowed identification of a sub-group 
33 among genes up-regulated in MEL cells. These genes are related with the organization of the 
34 actin cytoskeleton network. Moreover, the majority of these genes are preferentially expressed in 
35 the hematopoietic lineage and at least three of them, Was (Wiskott Aldrich syndrome), Btk 
36 (Bruton tyrosine kinase) and Rac2, when mutated in humans, give rise to severe hematopoietic 
37 deficiencies. Among the group of genes that were up-regulated in MEL-R cells, a significant 
38 percentage (16%) corresponded to genes coding for histone proteins, both canonical and variants. 
39 A potential implication of these results on the blockade of differentiation in resistant cells is 
40 discussed.
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42 Introduction
43
44 Cancer cells are distinguished from their normal counterparts by several hallmarks, including 
45 uncontrolled growth, lack of response to apoptotic signals and blockade of differentiation [1, 2] 
46 These characteristics serve as a framework for testing different protocols aimed to eliminate 
47 tumor cells by aggressive chemotherapy or radiotherapy. Alternatively, cancer cells may be 
48 forced to resume the process of maturation by differentiation agents, which generally have less 
49 toxicity than conventional cancer treatments. An example of a successful clinical application of 
50 differentiation therapy is all-trans-retinoic acid (ATRA) for treatment of acute promyelocytic 
51 leukemia, which induces terminal differentiation of promyelocytic leukemic cells [3]. Other 
52 differentiation-inducing agents, such as histone-deacetylase (HDAC) inhibitors [4], cytidine 
53 analogs (e.g., 5'-aza-2'-deoxycytidine) [5], and tyrosine kinase inhibitors (e.g., imatinib) [6] have 
54 been less successful in the treatment of leukemias and tumors. An obstacle to all cancer therapy, 
55 including ATRA, is the acquisition of drug resistance that develops in response to repeated 
56 therapy and inevitably leads to relapse in most patients, forcing the combination of treatments 
57 with additional toxic chemotherapy [7]. 
58
59 In vitro differentiation models have proved to be extremely useful to study the molecular events 
60 associated with the blockade of cell differentiation exhibited by some tumor cells and the 
61 requirements for re-entry into the cell differentiation program. The erythroleukemia model (MEL 
62 cells) developed by Friend and colleagues [8] is an outstanding example that remains as a solid 
63 platform to evaluate tumor cell reprogramming after more than 40 years since its description. 
64
65 Friend erythroblasts are derived from mice infected with the Friend complex virus. Insertion of 
66 the Friend spleen focus-forming virus (SFFV) several kilobases upstream of the PU.1/Sfpi1 
67 locus initiation start site leads to its constitutive activation, resulting in a block of erythroid 
68 differentiation and the development of erythroleukemia. We have previously reported the 
69 establishment of hexamethylene bisacetamide (HMBA)-resistant cell lines (MEL-R) after 
70 months of MEL cell culture under pressure with the differentiation inducer, resulting in a cell 
71 line that retains most of the parental characteristics [9]. Unexpectedly, we found that PU.1/Sfpi1 
72 remains silent even though MEL-R cells do not differentiate, and this silencing persists in the 
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73 presence of chemical inducers other than HMBA. Nevertheless, the SFFV integration site maps 
74 exactly to the same location both in the parental MEL and in MEL-R cell lines (2,976 bp 
75 downstream of the URE distal element). We also showed that inactivation of PU.1/Sfpi1 in the 
76 resistant MEL-R cell line was mediated by DNA methylation at the promoter near to CpG 
77 islands [10]. For all these reasons, we believe MEL-R cells might constitute a useful model to 
78 study mechanisms that trigger inducer-resistant cell differentiation. Here we compared the 
79 differential expression profiles of MEL and MEL-R cells using RNA-seq to identify sequences 
80 potentially involved in the control of HMBA resistance. Our results revealed that a higher 
81 proportion of differentially-expressed genes are up-regulated in MEL parental cells than in MEL-
82 R cells, with less than 25% of the up-regulated genes in MEL-R, implying a general decline in 
83 gene expression concomitant with the gain of the resistant phenotype. Interestingly, a group of 
84 highly up-regulated sequences in MEL cells corresponded to genes encoding actin cytoskeleton 
85 proteins, whereas a significant proportion of genes up-regulated in MEL-R cells belonged to 
86 histone coding genes. Thus, our results pointed to an involvement of the actin cytoskeleton 
87 network associated with the acquisition of resistance to HMBA-induced differentiation. A 
88 potential contribution of histone gene expression to the differentiation block is also discussed.
89
90
91 Materials and Methods
92
93 Cell cultures and treatment
94 MEL-DS19 (hereafter called MEL) were obtained from Arthur Skoultchi (Albert Einstein 
95 College of Medicine, New York, USA). MEL-resistant (hereafter called MEL-R) derived from 
96 MEL-DS19, previously established in our lab . Cells were cultured in Dulbecco’s modified 
97 Eagle’s medium containing 10% fetal bovine serum,100 units/ml penicillin and 100 mg/ml 
98 streptomycin (Gibco). Cell differentiation was induced by exposing logarithmically growing cell 
99 cultures to 5 mM HMBA. MEL-R cells were routinely cultured in the presence of the 
100 differentiation inducer. Hemoglobinized cells were monitored by determining the proportion of 
101 benzidine-staining positive cells (B+) in the culture.
102
103 RNA isolation and RNA-seq
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104 Total RNA was isolated from 1×107 cells using the RNeasy kit (Qiagen, Hilden, Germany). 
105 DNase I was used to degrade any possible DNA contamination. In total, 1 mg was used to 
106 prepare standard RNA-seq libraries (TruSeq RNA Sample Preparation Kit, Illumina, San Diego, 
107 CA) based on polyA+ isolation. RNA concentration ranged from 326 to 394 ng/ml, and samples 
108 showed optimal integrity with RIN values of 9.80. The libraries had an average length of 337–
109 367 nt and were quantified by quantitative PCR (Kapa Biosystems, Woburn, MA) using a 
110 previously quantified library as standard. Samples were loaded onto a lane of a flowcell using the 
111 Cluster Station apparatus (Illumina) and sequenced on the Illumina GAIIx platform (Parque 
112 Científico de Madrid, Spain) under a single read (1×75) protocol. Reads were quality filtered, 
113 producing approximately 25 million and 17 million pass filter reads for MEL and MEL-R 
114 libraries, respectively, which were used for further bioinformatics analysis. Sequence reads were 
115 mapped to a reference mouse genome (NCBI) with TopHat v2.0.1 and further analyzed by 
116 DESeq and Cufflinks v2.0.0 to identify differentially expressed transcripts [11].
117
118 Quantitative real-time PCR validation
119 Quantitative real-time-PCR (qRT-PCR) was used to validate the relative expression of genes 
120 selected from the RNA-seq analysis. Total RNA was extracted from 1×107 MEL and MEL-R 
121 cells as described above. In total, 2 mg of isolated RNA was transcribed to cDNA using random 
122 hexamers and 200 U of SuperScriptII Reverse Transcriptase (Invitrogen). Reactions were 
123 performed in triplicate using the SYBR Green Supermix (Bio-Rad) on an iQ5 System (Bio-Rad, 
124 Hercules, CA). The conditions for the amplification were as follows: pre-denaturing step of 95ºC 
125 for 3 min followed by 40 cycles of 95ºC for 30 sec and 60ºC for 30 sec, and a final ramp step of 
126 1ºC/10 sec from 60ºC to 94ºC. The primer sequences were designed with Primer3 software 
127 (http://bioinfo.ut.ee/primer3-0.4.0/) [12] and are listed in S1 Table (for actin cytoskeleton genes), 
128 S2 Table (for histone genes) and S3 Table (for methylases and demethylases). Relative gene 
129 expression was analyzed by the 2-ΔΔCt method as described [13].
130
131 Antibodies and immunoblotting
132 Control 3T3 fibroblast cells, MEL and MEL-R cells (2.5×106 ) were harvested, washed with PBS 
133 and lysed with NP-40 buffer (20 mM  Tris-HCl  pH 7.5, 10% glycerol, 137 mM NaCl, 1% NP-
134 40, 1 mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium fluoride, 2 mM EDTA) containing protease 
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135 inhibitors (all from Sigma). Protein lysates (10–30 mg) were separated by 12% SDS-
136 polyacrylamide gel electrophoresis and transferred to PVDF membranes (Bio-Rad). The 
137 membranes were incubated with a mouse monoclonal anti-β-actin antibody (1:10000, Sigma) 
138 and a rabbit polyclonal anti-α-tubulin antibody (1:1000, ABclonal) followed by five washing 
139 steps with T-TBS (20 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 0.1% Tween 20). Primary antibodies were 
140 detected by incubating with HRP-conjugated anti-mouse (1:3000, Santa Cruz) or anti-rabbit IgG 
141 (1:1000, DAKO) followed by five cycles of T-TBS washes.
142
143 Bisulfite sequencing
144 The analysis of Btk, Plek and Was promotor regions in MEL, MEL-R and differentiated MEL 
145 cells was performed by sodium bisulfite conversion. Genomic DNA from 8×104 cells was 
146 bisulfite modified using the EZ DNA Methylation-Direct Kit (Zymo Research). Four microlitres 
147 of treated DNA was amplified by PCR using primers specific to the bisulfite-converted DNA for 
148 each promotor region with ZymoTaq DNA Polymerase (Zymo Research). The conditions for the 
149 PCR were as follows: pre-denaturing step of 95ºC for 10 min, followed by 40 cycles of 95ºC for 
150 30 sec, 55–60ºC for 40 sec and 72ºC for 40 sec, with a final extension at 72ºC for 7 min. The 
151 primer sequences were designed using MethPrimer software (http://www.urogene.org/cgi-
152 bin/methprimer/methprimer.cgi) [14]. The primers are listed in S4 Table. PCR products were 
153 resolved in 1% agarose gels followed by sequencing for methylation analysis, which was 
154 performed by Secugen SL (CIB, Madrid).
155
156 Cell cycle analysis
157 Cells (2x105 –1x106) were harvested and fixed in 70% ethanol at 4ºC for 30 min. Fixed cells 
158 were washed twice in PBS and stained with propidium iodide/RNAse solution (Immunostep) for 
159 15 min at room temperature (RT). Cell cycle analysis was performed on a Coulter XL flow 
160 cytometer and DNA content was analyzed with FlowJo software.
161
162 Immunocytochemistry and confocal microscopy
163 Cells were plated on poly-L-lysine coated slides and incubated at 37ºC for 30 min. Cells were 
164 fixed with 4% paraformaldehyde for 30 min, permeabilized with 0.1% Triton-X 100 in PBS for 
165 30 min and blocked with 1% bovine serum albumin in PBS/0.1% Triton-X 100 for 1h, all at RT. 
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166 Cells were stained with an anti-β-actin antibody (Sigma) for 1h at RT followed by washing twice 
167 with PBS. The primary antibody was detected with an Alexa Fluor 568 secondary antibody 
168 (Molecular Probes) and 1 μg/ml DAPI to stain nuclei, for 1h at RT followed by two washes with 
169 PBS. Finally, cells were mounted on a cover slip with Prolong Diamond Antifade Mountant 
170 reagent (Invitrogen). Fluorescence images were acquired on a Leica TCS SP2 confocal 
171 microscope using a 100× objective and zoom.
172
173 Data access
174 The raw data files generated by RNA-seq have been deposited in the Gene Expression Omnibus 





180 Differential gene expression between MEL and MEL-R
181 We took a genetic approach to identify potential sequences involved in HMBA resistance by 
182 using RNA-seq to compare the transcriptomes of MEL and MEL-R cells. The total number of 
183 single-end reads generated from each sample was 25 million for MEL and 17 million for MEL-
184 R, 75 nt length in both cases. Samples were further analyzed using the DESeq package for R 
185 Statistical Analysis [15]. The trimmed sequencing reads were mapped to the mouse reference 
186 genome (Mus_musculus_NCBI_build37.2). Transcript abundance was processed using Cufflinks 
187 software suite v2.0.0 [11] and measured as fragments per kb of exon per million fragments 
188 mapped (FPKM); the expression level of each transcript was plotted as shown in Fig 1. 
189
190 Five hundred and ninety-six transcripts were differentially expressed by more than two-fold 
191 between MEL and MEL-R cells, of which 486 genes were up-regulated in MEL cells and 110 
192 were up-regulated in MEL-R cells. Values less than two-fold were ignored and matched the gap 
193 observed in the curve of Fig 1. Overall, the total number of genes expressed in the parental cell 
194 line decreased as the cells acquired the resistant phenotype. We focused our attention on 
195 sequences that were highly differentially expressed in MEL relative to MEL-R cells. Fig 2A 
196 illustrate the heat map that includes all the genes with a differential expression greater than 2-
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197 fold. An expanded heat map of genes showing highest fold-change values is shown in Fig 2B. 
198 PU.1/Sfpi1 was one of the selected genes that, as we demonstrated previously [9], is not 
199 expressed in the resistant cell line and served in this case as a positive control for the RNA-seq 
200 efficiency. 
201
202 Searching for common features among the cohort of highly expressed genes in MEL cells, we 
203 found that several sequences were implicated in the regulation of the actin cytoskeleton 
204 organization. Table 1 lists the groups of genes with the highest expression difference between 
205 MEL and MEL-R cell lines. In addition to their relationship with the actin pathway, a good 
206 number of these genes were specific to the hematopoietic lineage and at least three of them, Was 
207 (Wiskott Aldrich syndrome), Btk (Bruton tyrosine kinase) and Rac2, when mutated in humans, 
208 give rise to severe deficiencies [16-18]. The majority of these genes were mostly linked to the 
209 lymphoid or myeloid lineages, and fewer were reported in an erythroid context [19].
210
211 From the 110 selected genes whose expression was higher in MEL-R cells than in the progenitor 
212 cell line, a large proportion corresponded to genes encoding histone proteins (16%), mostly 
213 canonical but also variant histone types. An expanded heat map illustrating the differential gene 
214 expression of histones in MEL-R vs MEL cell lines is shown in Fig 2C. Canonical histone 
215 proteins H1, H2A, H2B, H3 and H4, are replication-dependent and their expression is 
216 coordinated with DNA replication, occurring primarily during the S phase of the cell cycle. 
217 There are nonallelic variants mainly of the H1, H2A, H2B and H3 histones that are not restricted 
218 in their expression to the S phase and have different physiological roles. Both groups, however, 
219 are essential elements of the nucleosome architecture and contribute to chromatin organization. 
220 The RNA-seq data revealed differences in the expression of histones that belong to canonical 
221 H1, H2A, H2B and H3 groups, and to the variant histones H1f0, H2afx and H3f3b. To 
222 understand the significance of the unexpected up-regulation of histone gene expression in MEL-
223 R cells, we compared their DNA content with that of undifferentiated and HMBA-differentiated 
224 MEL cells by flow cytometry (Fig 3). We found that the pattern of the major cell cycle phases, 
225 G1 vs S vs G2/M, was similar between MEL-R cells and undifferentiated MEL progenitors 
226 (MEL-0h). By contrast, differentiated MEL cells (MEL-96h) accumulated at G1, a phenomenon 
227 that has been previously observed during MEL cell differentiation [9, 20, 21]. Nevertheless, we 
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228 observed that in terms of DNA content, MEL-R cells acquired a tetraploid phenotype as revealed 
229 by the shift in DNA content to the right (Fig 3, bottom panel). An increase in the ploidy of MEL-
230 R cell lines might explain the increase in histone gene expression detected by RNA-seq. 
231
232
233 Validation of RNA-seq data by qRT-PCR
234 To validate the results obtained by RNA-seq, we measured the expression fold changes of seven 
235 selected genes by qRT-PCR, marked with a red asterisk in Table 1. RNA from MEL cells treated 
236 with 5 mM HMBA were included to allow comparison between the undifferentiated and 
237 differentiated MEL cells against the resistant MEL-R line. The expression patterns observed in 
238 all cases were consistent with the RNA-seq results (Fig 4), confirming the near absence of 
239 expression in MEL-R cells. Significant differences were detected, however, when MEL-R cells 
240 were compared with MEL cells induced to differentiate with HMBA. Some of the genes such as 
241 Was, Rac2, Dock2 or Btk shared a similar expression profile to that obtained in the resistant cell 
242 line, showing a tendency toward minimal expression, whereas the expression levels of Plek, 
243 Arhgef10l or Nckap1l exhibited either no change or a higher expression than that observed in 
244 differentiated cells. These results implied that the gene expression pattern is heterogeneous 
245 during differentiation, suggesting that different genes might be involved in distinct pathways, 
246 presumably related to cytoskeleton organization.
247
248 Validation by qRT-PCR was also performed for histone genes and as before, we included a 
249 comparison with HMBA-differentiated MEL cells. The results of the qRT-PCR analysis were in 
250 agreement with those of the RNA-seq; in all cases, histone gene expression was higher in MEL-
251 R cells than in MEL cells (Fig 5A), although the difference in the level of expression varied from 
252 more than ten-fold (Hist1h2bk) to two-fold (Hist1h2bj). The same pattern was observed between 
253 the differentiated (MEL-96h) and undifferentiated samples (Fig 5B). These results ruled out the 
254 hypothesis that MEL-R tetraploidy was responsible for histone gene over-expression.
255
256 Methylation status of CpG island promoters of Was, Btk and Plek 
257 We have previously demonstrated that PU.1/Sfpi1 silencing in MEL-R cells is caused by 
258 methylation of nearby CpG islands at its promoter [10]. Moreover, reactivation of silenced 
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259 PU.1/Sfpi1 occurs after treatment with 5-aza-2'-deoxycytidine, a potent inhibitor of DNA 
260 methylation. To investigate whether DNA methylation is responsible for the down-regulation in 
261 gene expression, we examined the methylation status of Btk, Was and Plek promoters in 
262 undifferentiated and differentiated MEL cells and in MEL-R cells by bisulfite sequencing. We 
263 mapped seven CpG islands upstream of the transcriptional start site of Btk and Was (Fig 6A and 
264 B) and five in the case of Plek (Fig 6C). Bisulphite sequencing revealed that all the CpG sites 
265 were hypomethylated in undifferentiated (0 h) and differentiated (96 h) MEL cells, whereas the 
266 promoters remained hypermethylated at all CpG sites in the resistant cell line. Sites 3, 4 and 5 at 
267 the Btk promoter were within a highly cytosine-rich region that were converted to thymine after 
268 bisulfite treatment, becoming difficult to resolve. We concluded from these experiments that Btk, 
269 Was and Plek expression was silenced by promoter methylation in MEL-R cell lines.
270
271 To confirm these results, we examined the expression pattern of the enzymes that catalyze DNA 
272 methylation (Dnmt1, Dnmt3a and Dnmt3b) and those that are involved in demethylation 
273 processes (Tet1, Tet2 and Tet3). Quantitative RT-PCR analysis revealed that the level of 
274 expression of Dnmt1, the maintenance methylase enzyme, was higher in MEL-R cells than in 
275 undifferentiated or differentiated MEL cells, whereas minimal changes were detected for the de 
276 novo methylases Dnmt3a and Dnmt3b between the different cell populations (Fig 7). By 
277 contrast, expression of Tet3, but not Tet1 and Tet2 (enzymes involved in methyl group removal), 
278 was markedly reduced in MEL-R cells (Fig 7). These results showed that the increase in DNA 
279 methylation by Dnmt1 in MEL-R cells overlaps with a decrease in demethylation by Tet3, which 
280 presumably results in the silencing of Btk, Was and Plek promoters.
281
282 Actin cytoskeleton is poorly organized in resistant erythroleukemia cells
283 The actin cytoskeleton is composed of an extense variety of actin regulators and nucleators that 
284 interact through a complicated protein network [22, 23]. Our analysis indicated that the 
285 expression of a group of genes related to actin cytoskeleton organization was profoundly 
286 depressed in the resistant erythroleukemia cell line. To examine whether actin was affected by 
287 the silencing of genes related to actin polymerization and/or regulation, we evaluated its protein 
288 expression by Western blotting and found that its levels were similar between MEL and MEL-R 
289 cells (Fig 8). 
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290
291 While these results demonstrate that the total amount of actin is equivalent for both cell lines, it 
292 does not reveal details of the actin organization. We therefore used fluorescence 
293 immunocytochemistry and confocal microscopy with an antibody to actin to localize the protein 
294 in fixed MEL and MEL-R cells. In both populations, a rim of actin fluorescence was apparent 
295 surrounding nuclei (Fig 9); however, there was an appreciable reduction in signal intensity in 
296 MEL-R cells. These results were consistent with the RNA-seq analysis, where a marked 
297 reduction in the expression of actin-regulators genes was detected in MEL-R cells, strongly 
298 suggesting that actin cytoskeleton organization is perturbed in the resistant erythroleukemia cell 
299 line. We hypothesized that proteins of the actin network such as Btk, Was and Plek among others 
300 described in Table 1, are essential for such organization although it is unclear whether the 





306 Cancer cells can acquire resistance to most traditional chemotherapy regimes and also targeted 
307 therapies, and such an occurrence remains a great concern in cancer treatment [24, 25]. Research 
308 on molecular and cellular mechanisms that confer resistance to tumor cells is therefore a major 
309 focus of basic and clinical investigation. Along this line, cell culture models have been crucial to 
310 advance in the understanding of cancer cell resistance. We took advantage of an HMBA-resistant 
311 cell line derived from Friend´s erythroleukemia cells, previously established in our lab [9, 10], to 
312 study the molecular events that contribute to the resistant phenotype. Both MEL and MEL-R cell 
313 lines are blocked at the proerythroblast stage of differentiation but unlike the progenitor cell line, 
314 MEL-R cells do not react to HMBA or other chemical inducers (e.g., DMSO, hemin and 
315 butyrate) and remain resistant against cell differentiation. In the present study, we used RNA-seq 
316 technology to identify genes potentially involved in the resistance mechanism. Our analysis 
317 identified 596 genes that were differentially expressed between progenitor and resistant cells, 
318 with the majority corresponding to genes up-regulated in MEL cells while only 110 were up-
319 regulated in MEL-R cells. 
320
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321 Among these identified genes, some of them were conspicuous by their high differential 
322 expression between MEL and MEL-R and for sharing two important features: belonging to the 
323 actin regulatory network and being preferentially expressed in the hematopoietic lineage. 
324 Moreover, many of these genes are specifically activated in hematopoietic lineages and at least 
325 three, Was, Btk and Rac2, when mutated are linked to severe human hematological pathologies 
326 [16-18]. Additionally, a recent study showed that biallelic mutations in the Dock2 gene results in 
327 severe immunodeficiency that leads to defects in actin polymerization [26]. 
328
329 The network of actin filaments provides mechanical support to the cell cytoskeleton, but it is 
330 increasingly acknowledged that it also contributes to other critical cellular processes. Emerging 
331 evidence points to a role for the actin cytoskeleton in controlling and regulating receptor 
332 signaling [27]. We show here a dramatic down-regulation of some of these network components 
333 in MEL-R cells, which correlates well with the methylation status at nearby CpG islands in the 
334 promoters of Was, Btk and Plek. Over-expression of the methyltransferase Dnmt1, a 
335 maintenance methylase that acts on hemimethylated DNA, and the repression of the Tet3 
336 demethylase, support these findings, leading us to speculate that silencing of most of the 
337 cytoskeleton-associated proteins is linked to a hypermethylation status. Interestingly, whereas no 
338 significant changes in total actin protein levels were observed between MEL and MEL-R cells, a 
339 weaker signal was detected in MEL-R cells by immunocytochemistry, which might suggest poor 
340 actin organization. Regulation of actin polymerization in eukaryotes requires a large number of 
341 accessory proteins that facilitate polymerization or disassembly of monomeric globular actin (G-
342 actin) into filamentous actin (F-actin) and vice versa; many of these proteins interact with each 
343 other. For example, Btk interacts with Was and activates the protein by inducing its 
344 phosphorylation in B cells [28]. Btk also promotes a Rac2 response, leading to F-actin 
345 rearrangements in mast cells [29]. Dock2 is essential for lymphocyte migration and mediates 
346 cytoskeletal reorganization through Rac2 activation [30]. The transcription factor PU.1, 
347 responsible for the differentiation block in MEL cells but silenced in MEL-R cells, is a major 
348 regulator of Btk expression both in myeloid and lymphoid cells [31, 32]. In summary, the actin 
349 cytoskeleton network is orchestrated through multiple associated proteins probably with 
350 overlapping roles, which contribute to different cell functions through complex associations. As 
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351 we showed here, silencing of some of these proteins has deleterious effects on actin organization 
352 and we hazard that this might be a cause for the blockade of differentiation in resistant cells. 
353
354 As stated earlier, only 110 from 596 differentially-expressed genes were up-regulated in MEL-R 
355 cells. This indicates a tendency towards a general shut-down of gene expression in resistant cells, 
356 a situation comparable with what occurs during cell differentiation. Silenced compartments 
357 composed mainly of heterochromatin are considered hallmarks of the differentiated cells, a 
358 condition that progresses all through terminal differentiation (reviewed in [33]. A gradual 
359 increase in heterochromatinization has been described in differentiating leukemia cells, as 
360 measured by the amount of the heterochromatin-associated HP1a, which increases continuously 
361 during MEL terminal differentiation [34]. Heterochromatinization is enhanced in MEL-R cells 
362 relative to undifferentiated MEL cells, but is nevertheless lower than in HMBA-differentiated 
363 cells (unpublished results). The progressive gene silencing observed in MEL-R cells is one 
364 additional element that suggests that these cells are at a midway point between the 
365 undifferentiated and differentiated phenotypes due to a block somewhere in the process. 
366 Concomitant with this genetic blackout, histone genes emerge as the major group up-regulated in 
367 the resistant phenotype. Initially, we associated the histone gene expression pattern with the 
368 tetraploid status of the MEL-R cell lines. Polyploidy has been reported in tumor cells as a result 
369 of stress-induced endoreplication [35, 36]. Chronic HMBA treatment might represent a hard-
370 hitting stress that MEL-R cells overcome via a survival phenotype, i.e. tetraploidization, 
371 increased cell size and impaired cell differentiation. Coward and Harding in a comprehensive 
372 perspective support the hypothesis that tetraploidy provides numerous advantages during tumor 
373 initiation. [37]. Moreover, they present data sustaining that polyploid facilitates the acquisition of 
374 therapy-resistance in multiple cancers. MEL-R tetraploidy may possibly involve chromatin 
375 rearrangements and consequently histone gene expression changes. Nevertheless, the same 
376 fluctuations in histone gene expression were observed in differentiated cells, indicating that 
377 differentiated and resistant cells share a common mechanism. In vivo, the quantity of 
378 reticulocytes, a stage comparable to the last stages of HMBA-induced differentiation, increases 
379 several fold in a very short time [38], and it is speculated that a large amount of histones needs to 
380 be generated. Recently, it was shown that when reticulocytes mature and before enucleation, 
381 major histones are released into the cytoplasm from an unexpected nuclear opening during 
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382 terminal erythropoiesis, a migration that is crucial for chromatin condensation and terminal 
383 differentiation [39]. We speculate that as an increase in histones occur both in HMBA-
384 differentiated MEL and in MEL-R cells, a failure in chromatin condensation, either by an 
385 impairment in histone release or by a yet unknown mechanism, might interfere with terminal cell 
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Figure 1(on next page)
Differentially expressed transcripts between parental MEL-DS19 (MEL) and HMBA-
resistant (MEL-R) cell lines identified by RNA-seq.
Differentially expressed genes were plotted according to fold changes represented by the
FPKM ratio in a logarithmical scale. In total, 486 up-regulated genes were identified in the
parental line (FPKM MEL > FPKM MEL-R) whereas 110 were up-regulated in the resistant cells
(FPKM MEL &λτ; FPKM MEL-R). A two-fold change cutoff was applied in both cases reflected
by the discontinuity of the curve.
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Figure 2(on next page)
Expression differences between MEL and MEL-R cell lines.
A) Cluster analysis of differentially expressed genes between MEL and MEL-R cell lines
classified based on analysis of minimum variance [40] . B) Heat map zoomed to amplify the
genes with higher fold-change values. Genes related to the actin cytoskeletal network are
indicated by red asterisks. As expected, PU.1/Sfpi presented strong differences in expression
towards the progenitor cells and served as control for RNA-seq efficiency (green asterisk). C)
Heat map limited to histone gene expression,. Red and green colors represent high and low
expression, respectively, for all the panels.
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Figure 3(on next page)
Tetraploidy characterizes HMBA-resistant cells.
DNA content assayed by propidium iodide (PI) staining and flow cytometry show that HMBA-
induced differentiated MEL cells (MEL-96h) accumulate in G1 as compared with the
uninduced cell line (MEL-0h). DNA profile of HMBA-resistant cells (MEL-R) is similar to that
observed in uninduced MEL cells regarding the fractions of cells in G1, S and G2-M. However,
the DNA content profile is shifted to the right of the panel confirming that those cells become
tetraploid.
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Figure 4(on next page)
Validation of differentially regulated genes associated with the actin cytoskeletal
network by qRT-PCR.
Selected genes that exhibited the highest FPKM values between MEL and MEL-R cell lines by
RNA-seq were chosen for further validation by qRT-PCR. For the progenitor cell line, samples
treated with HMBA for 96 h were also included. Data were normalized to b-actin expression
for each sample. Bars represent ± SD of triplicate determinations.
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Figure 5(on next page)
Differential histone gene expression between progenitor and resistant cell lines and
after differentiation.
qRT-PCR analysis of histone genes, canonical and variant, up-regulated in MEL-R cells relative
to MEL cells, and B) in HMBA-induced MEL cells (MEL 96h) relative to uninduced cells (MEL).
Data were normalized to b-actin expression for each sample. Bars represent ± SD of
triplicate determinations
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Figure 6(on next page)
Methylation status of the Btk, Was and Plek promoters at the HMBA-resistant cells.
Genomic maps including exons (blue rectangles) and 5' and 3' UTRs (red rectangles) of A)
Btk, B) Was and C) Plek. Expanded regions illustrate the promoter regions containing seven
CpG islands (CG) for Btk and Was and five CpG islands for Plek. "Lollipop" schematic diagram
of methylation patterns is represented below each sequence. Results from untreated (0h) or
HMBA-treated MEL cells (96 h) as well as MEL-R cells are shown. Black and white lollipops
indicate methylated or unmethylated CpGs, respectively, while undetermined methylation
status (see text for details) is represented in yellow.
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Figure 7(on next page)
High and low expression of Dnmt1 and Tet3, respectively, correlate well with gene
silencing and DNA methylation in MEL-R cells.
qRT-PCR was performed for Dnmt1, Dnmt3a and Dnmt3b methylases and Tet1, Tet2 and
Tet3 demethylases in undifferentiated, HMBA-treated MEL cells and in MEL-R cells. Data were
normalized to b-actin expression for each sample. Bars represent ± SD of triplicate
determinations.
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Figure 8(on next page)
Actin protein is equally abundant in progenitor and resistant MEL cells.
Western blot analysis for actin protein expression in MEL and MEL-R leukemia cells and in
3T3 control fibroblasts. Equal amounts of protein were loaded and immunoblotted with an
anti-b-actin antibody. Anti a-tubulin was used as a loading control.
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Figure 9(on next page)
Actin cytoskeleton integrity is perturbed in MEL-resistant cell lines.
Confocal immunofluorescence microscopy of progenitor MEL cells and resistant MEL-R cells
stained with a mouse monoclonal anti-b-actin antibody (red). Nuclear DNA was stained with
DAPI (blue). Scale bar is 10 mm.
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Table 1(on next page)
List of differentially expressed genes related to actin cytoskeleton
List of differentially expressed genes related to actin cytoskeleton
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  Table 1. List of differentially expressed genes related to actin cytoskeleton 
 
Gene Locus FPKM_MELR FPKM_MEL Log2 (Fold Change) 
*Was X:7658591-7667617 0.00631327 65.48 13.3403792 
Wdfy4 14:33772732-33998252 0.00631327 9.78436 10.5978743 
*Plek 11:16871208-16908721 0.0599941 90.8539 10.5645121 
Fgd3 13:49358478-49404577 0.00631327 6.88043 10.0898956 
*Arhgef10l 4:140070399-140221820 0.00631327 6.2823 9.95868967 
*Rac2 15:78389598-78403213 0.0930802 91.0001 9.9331781 
Thy1 9:43851466-43856662 0.00631327 5.54603 9.77885225 
*Dock2 11:34126863-34414545 0.0272059 23.2087 9.73653044 
*Btk X:131076879-131117679 0.358226 148.999 8.70021688 
Itgb2 10:76993092-77028419 0.0698373 27.2361 8.60730664 
*Nckap1l 15:103284255-103329231 0.0550022 13.9085 7.9822618 
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